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Avant-propos  
 

Les septines sont une famille de GTPases conservée évolutivement de la levure jusqu’aux 

mammifères. Chez l’homme, on compte 13 septines, subdivisées en quatre groupes en 

fonction de leur homologie de séquence. Elles s'assemblent en hétéro-hexamères ou hétéro-

octamères qui peuvent s’associer bout à bout pour former des structures d'ordre supérieur 

telles que des filaments. Les septines sont impliquées dans plusieurs événements cellulaires 

en tant que protéines d’échafaudage ou barrières de diffusion. Du fait de leur organisation en 

filaments, les septines sont considérées comme un nouvel élément du cytosquelette et dans 

un même type cellulaire, elles s’associent majoritairement soit aux microtubules, soit à 

l’actine. Dans ce dernier cas, très majoritaire, le coalignement s’effectue avec l'actine corticale 

et les fibres de stress. Dans la littérature, l’implication des septines dans divers processus 

cellulaires, en mitose comme en interphase, est grandissante et dépend de leur localisation 

subcellulaire et de leur(s) partenaire(s) de liaison. Il est donc important de comprendre les 

mécanismes qui contrôlent leur emplacement final au sein de la cellule.  

Au laboratoire, de façon intéressante, un changement de localisation subcellulaire des 

septines a été mis en évidence au sein d’un même type cellulaire, lors de la découverte d’un 

nouveau mécanisme de résistance des cellules tumorales mammaires MDA-MB 231 exposées 

à long terme au paclitaxel, un agent stabilisateur des MTs utilisé en chimiothérapie. 

Brièvement, une analyse comparative du protéome de l’environnement microtubulaire des 

cellules MDA-MB 231 sensibles et rendues résistantes au paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 

2011) a mis en évidence la surexpression d’un pool de septines, dont l’isoforme 1 de SEPT9, 

connue pour être de mauvais pronostic. Les septines qui sont associées aux fibres de stress 

dans la lignée sensible se retrouvent associées aux microtubules dans la lignée résistante, en 

particulier aux microtubules dont la polyglutamylation à longue chaîne est accrue (Froidevaux-

Klipfel et al., 2015). Sur ces microtubules, il a été mis en évidence que les septines servaient 

de protéines d’échafaudage pour recruter les polyglutamylases (Tubulin Tyrosine Ligase-Like: 

TTLL) et les carboxypeptidases (CCP) qui contrôlent la longueur des chaînes de glutamate sur 

la tubuline polymérisée. En aval, le recrutement sur les microtubules des facteurs de 

sauvetage et de catastrophe, respectivement CLIP-170 et MCAK, est accru, accélérant la 

dynamique microtubulaire pour contrecarrer l’effet stabilisateur du paclitaxel.  
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Alors que ce nouveau mécanisme de résistance au paclitaxel a été découvert dans des cellules 

adaptées au long cours, j’ai été impliquée, dès mon arrivée en thèse, dans l’étude des effets 

d’un traitement en aigu par le paclitaxel sur la localisation subcellulaire des septines et 

l’acquisition de la résistance à cette drogue. Nous avons observé qu’une exposition brève au 

paclitaxel de plusieurs lignées cellulaires sensibles aux taxanes relocalisaient leurs filaments 

de septines de l’actine vers les microtubules, dès lors qu’elles possédaient une expression 

basale de SEPT9_i1 élevé (Targa et al., 2019). Bien qu’une telle relocalisation des septines dans 

chacun des types cellulaires analysés ait été corrélée à l’acquisition d’une chimiorésistance, 

aucune surexpression de septines, ni augmentation de polyglutamylation des microtubules 

n’a été retrouvée dans ces conditions de traitement, suggérant que d’autres déterminants 

moléculaires responsables de la relocalisation subcellulaire des septines devaient exister.  

Ainsi, les principaux objectifs de ma thèse étaient :  

1) D’identifier les acteurs impliqués dans le contrôle de la localisation subcellulaire des 

septines en condition basale et suite à un traitement aigu par le paclitaxel. Je me suis 

intéressée particulièrement à la protéine BORG2 de la famille de 5 membres des « Binder 

of Rho GTPases », une protéine effectrice de Cdc42 connue pour lier les septines à l’actine 

en interphase. Bien que ces protéines restent largement méconnues, leur implication via 

leur association aux septines dans la progression tumorale avait déjà été identifiée, et elles 

apparaissaient comme pouvant être de bons candidats pour contrôler la localisation des 

septines dans la cellule.  

 

2) De comprendre le rôle des microtubules et de leurs moteurs moléculaires dans l’adressage 

des filaments de septines vers les fibres de stress. En effet, la dépolymérisation des 

microtubules inhibe la localisation des septines sur les fibres de stress.  

 

La localisation subcellulaire et la relocalisation des septines de l’actine vers les microtubules, 

est étroitement corrélée à la résistance des cellules sensibles aux traitements par les taxanes. 

Ainsi, l’identification de nouveaux facteurs impliqués dans ces régulations pourrait permettre 

de suggérer de nouvelles cibles thérapeutiques.  
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Le cytosquelette des cellules animales est constitué de trois éléments : Les microfilaments, les 

microtubules et les filaments intermédiaires (Pour revue : (Fletcher and Mullins, 2010)). 

Récemment, grâce à leur capacité à former des filaments et dû à leur association à l’actine et 

aux microtubules ainsi qu’à leurs effets sur ces deux éléments, les septines, sont considérées 

comme quatrième élément du cytosquelette (Mostowy and Cossart, 2012). La découverte et 

les propriétés de ce quatrième élément seront détaillées dans la partie III. Grace à leurs 

capacités à répondre aux stimuli externes, à leur dynamisme et leurs réorganisations rapides, 

les éléments du cytosquelette sont impliqués dans une grande variété de fonctions cellulaires 

tels que le trafic intracellulaire, la division cellulaire, l’import intracellulaire, la motilité, 

l’adhérence ou la polarité. Dans cette thèse, on s’intéressera particulièrement aux septines et 

à l’interrelation entre les microtubules, les filaments d’actine et les septines.  

Partie I : Les Microtubules  

 

I. Structure et composition des microtubules  
 

Les microtubules (MTs) sont composés d’hétérodimères de α- et β-tubuline chacun lié à 

un GTP (Guanosine TriPhosphate) qui s’auto-associent longitudinalement dans le même 

sens ()n pour former des protofilaments. Les protofilaments s’associent latéralement 

pour former un feuillet à deux dimensions qui se referme pour donner un cylindre creux 

d’environ 24nm de diamètre (Holmes and Choppin, 1968) (Figure 1). Le cylindre présente 

typiquement 13 protofilaments (Tilney et al., 1973). Les MTs sont des structures polarisées 

dont les deux extrémités sont distinctes, l’extrémité moins « - » qui expose l’α-tubuline et 

l’extrémité plus « + » qui expose la β-tubuline (Nogales et al., 1999). L’extrémité plus est 

appelée ainsi car c’est celle où l’incorporation de la tubuline est favorisée. A l’extrémité 

moins, à proximité d’un MTOC (MicroTubule Organizing Center), l’incorporation de 

tubuline  est lente (Voter and Erickson, 1984) et c’est plutôt la perte de la tubuline qui est 

favorisée. Les MTOC sont définis comme des sites où les extrémités « - »  des MTs sont 

ancrés et qui possèdent des fonctions comme la nucléation, la stabilisation et l’ancrage 

des MTs.  
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Figure 1: Les différentes étapes de polymérisation des microtubules 

Les dimères de tubuline (α-tubuline en jaune et β-tubuline en rouge) s’assemblent, formant des 

oligomères qui s’allongent en protofilaments. Ces derniers s’associent entre eux quand ils atteignent 

une longueur critique estimée de 12 ± 2 dimères formant un feuillet à deux dimensions qui se referme 

pour donner un microtubule. Le microtubule se ferme à la couture (flèches noires), où il y a un point 

de discontinuité dans le réseau hélicoïdal. 

(Pampaloni and Florin, 2008) 

 

II. Principaux domaines fonctionnels de la tubuline et leurs fonctions  
 

α et β tubulines sont des protéines d’environ 55 kDa chacune composées selon (Amos, 2004) 

de deux domaines globulaires de part et d’autre d’une hélice centrale H7 (Figure 2 marqué 

en jaune).  

• Le domaine globulaire le plus large contient la partie N-terminale du polypeptide où se 

trouve la poche de liaison au GTP. Dans le dimère de tubuline, la sous-unité  reste 

bloquée à l’état GTP (site de liaison dit non échangeable), tandis que la sous-unité  expose 

son site de liaison nucléotidique (dit échangeable), permettant le passage de l’état GDP à 

l’état GTP (avant polymérisation). Une fois incorporé dans un polymère, un dimère de 

tubuline active de façon légèrement retardée l’hydrolyse du GTP liée par la -tubuline. 

Ceci conduit à un compactage longitudinal du protofilament qui permet ensuite 

secondairement un relâchement des interactions latérales avec les protofilaments voisins 

et la dépolymérisation des MTs (Alushin et al., 2014). 

• Sur la β-tubuline se trouve le site de liaison du paclitaxel (Taxol®), une molécule 

stabilisatrice des MTs. Ce site est localisé sur la face de la -tubuline exposée à l’intérieur 

du tube. 
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• La région C-terminale est formée par les hélices H11 et H12 impliquées dans la liaison des 

MAPs (Microtubule Associated Proteins) et des protéines motrices. L’hélice H12 et le 

domaine non structuré terminal des tubulines - et - concentrent la majorité des 

modifications post-traductionnelles qui modulent la liaison des MAPs et des moteurs 

moléculaires aux MTs. De plus, la boucle reliant H11 et H12 est importante pour la 

polymérisation de nouveaux dimères dans le protofilament. 

 

 

Figure 2: Représentation du dimère de tubuline, extrait d'une figure  
de l'article (Amos, 2004) 

La β-tubuline et l’α-tubuline sont représentées de deux points de vue différents à gauche et à droite. 

Les feuillets β sont colorées en rose et bleu clair. L’hélice H7 est colorée en jaune et le domaine C-

terminal est coloré en bleu.  

III. Polymorphisme 
 

Les séquences qui codent l’α et la β-tubuline ont été hautement conservées pendant 

l’évolution. Malgré cela, l’hétérogénéité de la tubuline est générée de deux façons : 1) par 

l’expression de différents isotypes et 2) par des modifications post-traductionnelles.  

III.I Les différents isotypes de tubuline 

 

Il existe différents gènes qui codent pour l’α et la β-tubuline dont l’expression génère des 

différences dans les séquences en acides aminés surtout au niveau de la région C-terminale 

(Ludueña and Banerjee, 2008). Chez les humains, 8 isotypes d’α-tubuline et 7 isotypes de β-
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tubuline (Ludueña, 2013) codés par différents gènes à expressions tissulaires variées peuvent 

constituer les hétérodimères des MTs (Verdier-Pinard et al., 2009). Le fonctionnement des 

MTs est indépendant de leurs compositions en isotypes sauf pour les MTs hautement 

spécialisés tels que ceux rencontrés par exemple dans les axonèmes ciliaires, pour qui le 

fonctionnement dépend de certains isotypes de β-tubuline (Renthal et al., 1993) ; (Jensen-

Smith et al., 2003).  

III. II Les modifications post-traductionnelles   

 

III.II.A L’acétylation  

 

L’acétylation est une modification post-traductionnelle enrichie sur les MTs stables (Szyk et 

al., 2014) et donc rencontrée essentiellement dans les polymères (Perdiz et al., 2011).  Le site 

d’acétylation le mieux connu est dans la partie N-terminale de l’α-tubuline sur la Lysine 40 

(L’Hernault and Rosenbaum, 1985) (Figure 3). Cette dernière se trouve dans la lumière du MT 

(Soppina et al., 2012). D’autres sites d’acétylation sur α- et β-tubuline ont été découverts mais 

sont soit pas encore confirmés (Choudhary et al., 2009; Liu et al., 2015) soit responsables d’un 

défaut d’incorporation de la tubuline dans les MTs comme avec la lysine K252 de la -tubuline 

(Chu et al., 2011). L’enzyme responsable de l’acétylation de la K40 est l’acétyl-transférase 

MEC-17 (Akella et al., 2010) aussi connue sous le nom de α-Tat1 (α-tubuline acétyltransférase 

1). La désacétylation est exécutée par deux enzymes : HDAC6 (Histone deacetylase 6) 

(Hubbert et al., 2002) et Sirt2 (Sirtuin 2) (North et al., 2003). Les dimères de tubulines sont 

rapidement désacétylés après relargage du MT (Perdiz et al., 2011). 

III.II.B Le cycle de détyrosination / retyrosination  

 

Les -tubulines de la majorité des espèces présentent un résidu tyrosine C-terminal 

(Valenzuela et al., 1981) qui peut être enzymatiquement enlevé (Hallak et al., 1977) ou ré-

incorporé (Arce et al., 1975) (Figure 3). Le complexe vasohibine/SVBP a été récemment 

identifié comme la carboxypeptidase qui catalyse la détyrosination des -tubulines (Aillaud et 

al., 2017; Nieuwenhuis et al., 2017), tandis que l’enzyme responsable de la tyrosination est la 

Tubulin Tyrosine Ligase  (TTL) (Raybin and Flavin, 1975). La détyrosination a lieu au niveau du 

MT (Hallak et al., 1977) et le stabilise en le protégeant de la dépolymérisation par les membres 

de la famille de kinésine 13 tel que KIF2C/MCAK (Peris et al., 2009 ; Sirajuddin et al., 2014) et 

en renforçant la présence de protéines qui favorisent le maintien du polymère comme CLIP-
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170 qui interagit spécifiquement avec les MTs tyrosinés (Peris et al., 2006). La retyrosination 

a lieu au niveau des dimères de tubuline soluble (Raybin and Flavin, 1975 ; Prota et al., 2013) 

interférant ainsi avec son incorporation dans le polymère. Il a été montré que la surexpression 

de TTL inhibe la polymérisation des MTs in vitro (Szyk et al., 2011). 

III.II.C La polyglutamylation  

 

La polyglutamylation est une modification post-traductionnelle qui consiste en la formation 

des chaines latérales secondaires de glutamate sur des résidus de glutamate codés 

génétiquement dans la partie C-terminale d’α- ou de β- tubuline (Edde et al., 1990 ; Alexander 

et al., 1991) (Figure 3). Les enzymes responsables de cette modification appartiennent à la 

famille des TTL like (Tubulin Tyrosin Ligase Like) (Regnard, 2003 ; Janke, 2005). Chez les 

mammifères, il existe 9 glutamylases ayant des préférences soit pour α- ou pour β- tubuline 

(van Dijk et al., 2007).  Certaines glutamylases (TTLL4, 5 et 7) initient la polyglutamylation en 

ajoutant un premier résidu glutamate à la tubuline alors que d’autres TTLL telles que TTLL 1, 

6, 11 et 13 rajoutent au premier glutamate d’autres résidus et donc allongent la chaîne (Janke 

and Bulinski, 2011). Les déglutamylases sont des enzymes qui suppriment la polyglutamylation 

et appartiennent à la famille des carboxypeptidases cytosoliques (CCP) (Kimura et al., 2010). 

La surexpression des glutamylases a été identifiée dans différents types de cancers : TTLL1, 

TTLL11, TTLL5 et TTLL4 dans des cas de cancers du sein (Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Arnold 

et al., 2020) ainsi que TTLL4 dans les adénocarcinomes canalaires pancréatiques (Kashiwaya 

et al., 2010) et sont corrélés à l’agressivité des tumeurs. La polyglutamylation influence 

l’interaction des MTs avec les protéines associées (MAP). Dans un cas de résistance au 

paclitaxel, un agent anticancéreux stabilisateur des MTs utilisé en chimiothérapie, une 

augmentation de la polyglutamylation des MTs accentue le recrutement du facteur de 

sauvetage CLIP-170 et la kinésine dépolymérisante MCAK contrecarrant ainsi l’effet 

stabilisateur du paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 2015; Targa et al., 2019).  De plus, la 

surexpression de TTLL6 mène au recrutement de la MAP spastine sur les MTs favorisant ainsi 

leur dépolymérisation (Lacroix et al., 2010). Un excès de polyglutamylation nuit au transport 

de cargaisons sur les MTs dans les neurones de l’hippocampe (Magiera et al., 2018). Ainsi, 

cette modification post-traductionnelle affecte la dynamique des MTs ainsi que leur rôle dans 

le trafic intracellulaire.   
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III.II.D La polyglycylation  

 

Comme pour la polyglutamylation, la polyglycylation est une modification post 

traductionnelle qui génère des chaines latérales de glycine au niveau de l’extrémité C-

terminale des α- et β- tubulines (Figure 3). Contrairement à la polyglutamylation, la glycylation 

est restreinte au niveau des cils et flagelles. Les enzymes responsables de cette modification 

appartiennent aussi à la famille des TTLL. TTLL3 et 8 sont des glycylases initiatrices alors que 

TTLL10 est une glycylase élongatrice (Wloga et al., 2009 ; Rogowski et al., 2009). L’effet de la 

glycylation sur les MTs n’est pas bien connu, mais après des études de dépletion de glycylases, 

il semble que la glycylation joue un rôle dans la stabilisation des MTs axonémaux (Rogowski 

et al., 2009; Bosch Grau et al., 2017).  

III.II.E D’autres modifications post-traductionnelles   

 

La phosphorylation la mieux étudiée a lieu au niveau de la sérine S172 de β-tubuline catalysée 

par Cdk1 et qui pourrait réguler la dynamique des MTs durant la division cellulaire (Fourest-

Lieuvin et al., 2006 ; Caudron et al., 2010). La polyamination a été découverte sur les tubulines 

de cerveau (Song et al., 2013). Elle a lieu sur différents résidus glutamines d’α- et de β-tubuline 

et est catalysée par des transglutaminases. Cette modification contribue à la stabilisation des 

MTs (Song et al., 2013) (Figure 3). La palmitoylation (Caron, 1997), l’ubiquitination (Ren et 

al., 2003), l’arginylation (Wong et al., 2007), la méthylation (Xiao et al., 2010), et la 

sumoylation (Rosas-Acosta et al., 2005) font partie des modifications post-traductionnelles 

trouvées sur la tubuline mais peu d’études ont été menées à leur sujet.  
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Figure 3: Schéma représentant les différentes modifications post-traductionnelles de la 
tubuline 

A. Les modifications post-traductionnelles sont : l’acétylation (AC) au niveau de Lysine 40 (K40), la 

phosphorylation (P) au niveau de la sérine 172 (S172), la polyamination (Am) au niveau de la 

glutamine 15 (Q15), la polyglutamylation (E) et la polyglycylation (G). Les sites de modifications de la 

polyglutamylation et polyglycylation ont été choisis au hasard. 

 B. Structure chimique de peptides branchés suite à la polyglutamylation et la polyglycylation. 

(Janke, 2014) 

IV. Nucléation  
 

L’assemblage des MTs par auto-nucléation a lieu in vitro quand les concentrations des 

hétérodimères d’α/β-tubuline varient entre 20 et 40µM (Hyman and Karsenti, 1998). 

Cependant, dans les cellules, l’assemblage des MTs nécessite un facteur de nucléation pour 

initier la polymérisation. Les MTs sont nuclées au niveau d’un centre d’organisation de MTs 

(MTOC= Microtubule Organization Center) qui est généralement le centrosome. Les MTs 

peuvent se dissocier du centrosome pour être transportés par des moteurs moléculaires à 

différents endroits dans la cellule (Sharp and Ross, 2012), mais dans de nombreuses cellules 

différentiées, des MTs sont aussi assemblés par des MTOC non centrosomaux comme 

l’appareil de Golgi (Doxsey, 2001; Vinogradova et al., 2009 ; Sanchez and Feldman, 2017). 
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IV.I Nucléation centrosomale  
 

Le MTOC le plus étudié est le centrosome, un organite composé de deux centrioles entourés 

par du matériel péricentriolaire (PCM). Le facteur de nucléation est un complexe de protéines 

formé de γ-tubuline et différentes protéines associées. Parmi ces différentes protéines, la 

famille de polymérase de MT XMAP215/Msps/Stu2/Dis1/Alp14/ZYG-9/ch-TOG/MOR1 

récemment détectée (Thawani et al., 2018; Flor-Parra et al., 2018). Chez les eucaryotes, ce 

complexe est appelé le complexe γ-TuRC pour « γ-Tubulin Ring Complex » nommé ainsi pour 

son aspect détecté par microscopie électronique (Zheng et al., 1995). γ-TuRC se lie à l’ α-

tubuline de l’extrémité «-» du MT (Wu and Akhmanova, 2017). 

 

Figure 4: Nucléation de l’assemblage des microtubules par γ-TuRC 

γ-TURC consiste d’un ensemble de protéines : les GCP (γ-TRUC complex proteins) représentées en vert 

clair, vert foncé et bleu qui se lient entre elles et à la γ-tubuline représentée en rouge formant un 

complexe dans lequel un anneau de γ-tubuline mime l’extrémité « + » du microtubule. 

(Oakley et al., 2015) 

IV.II Nucléation non centrosomale 

 

Les MTOC non centrosomaux (ncMTOC) sont des sites alternatifs d’organisation des MTs dans 

différents types cellulaires différenciés, mais leur composition et leur ancrage dans différents 

sites subcellulaires reste peu connus. Un MTOC périnucléaire ancré à la surface du noyau a 

été récemment étudié. Il recrute des polymérases de MTs et initie la formation de MTs 

indépendamment de γ-tubuline (Zheng et al., 2020). Les MTs peuvent aussi être générés à 

partir du Golgi (Chabin-Brion et al., 2001 ; Efimov et al., 2007). Au niveau du cis-Golgi, le MTOC 

est formé par la protéine d’ancrage AKAP450 (Rivero et al., 2009) recrutée par la protéine 

GM130 (Hurtado et al., 2011). La protéine AKAP450 à son tour recrute γ-TuRC (Rivero et al., 
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2009) et CDK5RAP2, protéine activatrice de γ-TuRC (Wang et al., 2010). Au niveau du trans-

Golgi, le MTOC est formé par des protéines CLASP (suivant l’extrémité + en croissance des 

MTs) qui sont recrutées par la protéine GCC185 du Golgi (Miller et al., 2009; Sato et al., 2014).  

Les chromosomes en mitose induisent l’assemblage des MTs dans une région proche de leur 

kinétochores. En fait la chromatine seule, dépourvue de kinétochores peut induire 

l’assemblage des MTs (Revue : Meunier and Vernos, 2016). La chromatine active la voie Ran-

GTP en recrutant RCC1, une GEF (Guanine nucleotide Exchange Factor) associée à Ran. Ran 

promeut l’interaction de TPX2 (Targeting Protein for Xklp2) avec un complexe de nucléation 

de MTs (Scrofani et al., 2015).  

Les MTs peuvent aussi naitre à partir de MTs préexistants grâce au complexe octamérique 

augmine aussi nommée HAUS (Homologous to AUgmin Subunits) (Goshima et al., 2008) qui 

recrute γ-TURC à la lattice (Kamasaki et al., 2013). Il s’avère que le complexe augmine interagit 

aussi avec la voie Ran-GTP (Petry et al., 2013). Récemment, SSNA1, une protéine de liaison 

aux MTs a été démontré in vitro comme protéine induisant la nucléation de nouveaux MTs à 

partir de MTs préexistants (Basnet et al., 2018).  

V. La dynamique microtubulaire  
 

Les MTs sont très dynamiques car ils alternent entre des phases d’élongations et de 

raccourcissement. L’incorporation des dimères dans les protofilaments dépend de l’état 

nucléotidique de la tubuline (Carlier, 1982). Cet état représente spécifiquement l’état 

nucléotidique de la β-tubuline. En effet l’α-tubuline lie le GTP dans un site non-échangeable 

alors que β-tubuline est la seule capable d’hydrolyser le GTP en GDP+Pi qui peut alors être 

échangé contre une nouvelle molécule de GTP (site échangeable). Le dimère associé au GTP 

possède une conformation courbée qui a été présentée comme compatible avec son 

incorporation sous la forme de feuillets courbés à l’extrémité en croissance (Brouhard and 

Rice, 2014). L’association de ce dimère au protofilament le rend linéaire (Rice et al., 2008) 

(Figure 5a). Après polymérisation, l’hydrolyse du GTP a lieu, le phosphate n’est pas libéré mais 

le dimère lié à GDP-Pi possède une courbure favorisant ainsi la dépolymérisation des 

protofilaments (Figure 5b). Ainsi, la transition entre la conformation courbée et linéaire des 

hétérodimères de tubulines est importante pour la régulation de la dynamique 

microtubulaire.  
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V.I L’instabilité dynamique  

 

L’accumulation de dimères liant le GTP à l’extrémité « + »  du MT forme une coiffe stabilisante 

(Jánosi et al., 2002) (Figure 5b). Quand la coiffe est perdue, le MT se dépolymérise rapidement, 

cet évènement est appelé catastrophe (Figure 5c).  Un MT en dépolymérisation peut être 

sauvé et repolymérise de nouveau (Figure 5d). Cette capacité d’alterner entre polymérisation 

et dépolymérisation est connue sous le nom d’instabilité dynamique. Grace à l’utilisation d’un 

anticorps reconnaissant spécifiquement la conformation de la tubuline liant le GTP (Dimitrov 

et al., 2008), des régions discrètes ont été identifiées le long du MT et nommées ‘GTP 

remnants’ ou îlots GTP. Ils sont considérés des points de sauvetage (Figure 5c) et 

correspondent à des régions au niveau desquelles on rencontre des défauts architecturaux 

et/ou des réparations de la paroi microtubulaire (Dimitrov et al., 2008 ; de Forges et al., 2016; 

Aumeier et al., 2016).  

Des études in vitro montrent que des MTs plus « âgés », en croissance pour une longue 

période de temps sont plus susceptibles de subir des catastrophes (Odde et al., 1995). Les 

évènements qui induisent ces catastrophes ne sont pas encore bien connus, mais il se peut 

que l’accumulation de défauts au niveau du MT soit impliquée. Dans les cellules, le 

phénomène de catastrophe peut être induit par des obstacles tel que le cortex cellulaire qui 

exerce des forces sur l’extrémité en croissance des MTs (Janson et al., 2003) ou les adhérences 

focales (Efimov et al., 2008). Il en va de même pour les sauvetages qui se produisent 

préférentiellement au niveau de patches corticaux d’Adenomatous Polyposis Coli (APC) 

(Reilein and Nelson, 2005) ou aux croisements microtubulaires (de Forges et al., 2016). 

In vitro, les deux extrémités des MTs sont capables de polymériser et de présenter une coiffe 

GTP, cependant les propriétés dynamiques des deux extrémités sont très différentes. 

L’extrémité « - » polymérise plus lentement et subit des catastrophes moins fréquemment 

que l’extrémité « + ». De plus, quand la coiffe est perdue, l’extrémité « + » dépolymérise alors 

que l’extrémité  « - » reste relativement stable et continue la croissance (Walker et al., 1989), 

(Tran et al., 1997).  
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Figure 5: Schéma représentant l’instabilité dynamique des microtubules 

(Etienne-Manneville, 2010) 

V.II Le treadmilling  

 
Le phénomène de « treadmilling » ou tapis roulant a été initialement découvert in vitro par 

(Margolis and Wilson, 1981) en observant des MTs exposés à du GTP marqué. Cette 

observation montre que les MTs sont capables d’intégrer au niveau de leur extrémité « + » 

des dimères de tubuline et en même temps perdre au niveau de leur extrémité « - » d’autres 
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dimères. Il a lieu quand la vitesse de polymérisation de l’extrémité « + » est proche de la 

vitesse de dépolymérisation de l’extrémité « - » (Figure 6).  

 

Figure 6: Schéma représentant le « treadmilling » des MTs in vitro 

Les dimères colorés en gris foncé représentent un segment marqué du MT. On observe la localisation 

de ce segment à différents temps le long du corps du MT. 

(Margolis and Wilson, 1998) 

Ce phénomène a été aussi observé in vivo dans des mélanophores de poisson (Rodionov and 

Borisy, 1997), des cellules épithéliales de rat-kangourou (Keating et al., 1997) et de triton 

(Waterman-Storer and Salmon, 1997), après libération des MTs par le centrosome. 

Dans les cellules en mitose, le treadmilling des MTs du fuseau occupe une place importante 

pendant la métaphase (Wadsworth and Salmon, 1986) et pourrait expliquer le flux polaire de 

tubuline observé (Mitchison, 1989). Ce treadmilling est aussi une cible importante des 

traitements anti-mitotiques ciblant la tubuline (Jordan and Wilson, 2004).  

VI. Régulation de la dynamique microtubulaire  

 

VI.I Le polymorphisme et les modifications post-traductionnelles  

 
Les différents isotypes de tubulines possèdent des propriétés dynamiques différentes 

contribuant à la stabilité ou l’instabilité des MTs (propriétés décrites dans la partie V de la 

thèse). De plus, les modifications post-traductionnelles affectent aussi cette dynamique en 

régulant le recrutement des MAPs aux MTs (rôles détaillés dans la partie polymorphisme de 

ce chapitre).  
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VI.II Les MAPs (Microtubule Associated Proteins) 

 

L’organisation des MTs dans les cellules est étroitement régulée par un grand nombre de 

MAPs qui favorisent la polymérisation ou la dépolymérisation des MTs. Ces protéines sont 

regroupées en plusieurs catégories :  

VI.II.A Les ‘+ end tracking proteins’ 
 

Les protéines suivant l’extrémité « + » ou +TIPs (+ end tracking proteins) forment un groupe 

de protéines structurellement et fonctionnellement diverses qui se distinguent par leur 

accumulation spécifique aux extrémités « + » des MTs (van der Vaart et al., 2013). Elles 

influencent non seulement la dynamique des MTs mais aussi leur nucléation comme par 

exemple le cas de la +TIP CLASP mentionnée dans le paragraphe IV.II de ce chapitre. Parmi les 

différentes +TIPs se trouvent :  

Les protéines de la famille des End-Binding (EB) qui sont trois chez les mammifères EB1, EB2 

et EB3 (Su and Qi, 2001), sont des protéines fondamentales dans le recrutement d’autres +TIPs 

aux MTs. Les homo/hétérodimères de protéines EB interagissent et reconnaissent les bouts 

« + » des MTs via leur domaine CH (Calponin Homology Domain) (Hayashi and Ikura, 2003 ; 

Song et al., 2020). Ils possèdent au niveau de leur domaine coiled-coil, le motif conservé EBH 

(EB Homology) qui intéragit avec les motifs SxIP (Honnappa et al., 2009). L’extrémité C-

terminale des protéines EB présente un tripeptide EEY identique à celui porté par l’-tubuline 

et par une autre +TIP appelée CLIP-170. Ce tripeptide est le ligand des domaines CAP-Gly 

(cytoskeleton-associated protein glycine-rich) trouvés sur d’autres +TIPs comme CLIP-170 ou 

la sous-unité p150Glued de la dynactine (Mishima et al., 2007 ; Weisbrich et al., 2007).  

Le rôle de EB1 dans la régulation de la dynamique des MTs varie selon qu’il s’agit d’études in 

vitro ou in cellulo puisque, au niveau des cellules, son rôle dépend aussi de tout son 

intéractome. In vitro, il participe à la nucléation des MTs et à l’induction de catastrophes et 

occasionnellement des sauvetages (Vitre et al., 2008). Dans d’autres études, les protéines EB 

ont induit plutôt des catastrophes en se liant à la coiffe et en accélérant l’hydrolyse du GTP lié 

aux dimères de tubuline (Maurer et al., 2011). Une étude récente montre sa contribution avec 

d’autres MAPs à l’induction du treadmilling aux bouts « + » (Arpağ et al., 2020). Cependant, 

dans les cellules, EB1 promeut la croissance continue des MTs, du centre nucléateur à la 
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périphérie (Kita et al., 2006 ; Zanic et al., 2013) et joue un rôle dans la suppression des 

catastrophes (Komarova et al., 2009).  

CLIP-170 (Cytoplasmic Linker Protein-170) est la première +TIPs à être identifiée (Perez et al., 

1999). Dans son domaine H1 (Head domain), elle contient 2 motifs CAP-Gly ainsi que des 

motifs SxIP (Chen et al., 2019) ce qui permet à cette protéine de se lier aux MTs par interaction 

avec l’α-tubuline et EB (Mishima et al., 2007 ; Dixit et al., 2009 ; Chen et al., 2019). CLIP-170 

est facteur de sauvetage in vitro (Diamantopoulos et al., 1999 ; Arnal et al., 2004) et in vivo 

puisqu’une inhibition de CLIP-170 et de son paralogue CLIP-115 élimine les évènements de 

sauvetage (Komarova et al., 2002). Le rôle de facteur sauvetage de CLIP-170 peut provenir 

uniquement de lui-même (Arnal et al., 2004 ; Henrie et al., 2020) ou bien de ses protéines 

partenaires (Komarova et al., 2002). En effet, CLIP-170 et son partenaire CLASP qui lui aussi 

promeut des événements de sauvetage (Al-Bassam et al., 2010) en recrutant les dimères de 

tubuline, reconnaissent des ilots de GTP qui sont des sites de sauvetages (de Forges et al., 

2016). Un autre partenaire de CLIP-170, p150Glued (Watson, 2006), une sous-unité de la 

dynactine nécessaire pour le fonctionnement du moteur moléculaire dynéine sur les MTs, est 

inhibitrice des catastrophes (Komarova et al., 2002 ; Lazarus et al., 2013). IQGAP1, un 

effecteur des Rho GTPases Cdc42 et Rac1 interagit avec CLIP-170. Cdc42 et Rac1 actifs 

marquent des zones du cortex où se met le complexe formé par CLIP-170 et IQGAP1 

entrainant la polarisation des MTs et la polarisation de la cellule (Fukata et al., 2002). 

MCAK est membre de la famille des kinésines 13 aussi appelée KIF2C (Lawrence et al., 2004). 

Cette famille de kinésine ne déplace pas de cargaison le long des MTs mais utilise l'énergie de 

l'hydrolyse de l'ATP pour induire une conformation courbée des protofilaments qui facilite la 

dépolymérisation (Desai et al., 1999). MCAK diffuse vers les extrémités « + » des MTs 

(Helenius et al., 2006) mais possède aussi des motifs SxIP ce qui lui permet aussi d’être 

recrutée au bout « + » des MTs par le biais d’une autre protéine TIP150 et par EB1 (Jiang et 

al., 2009).  

VI.II.B Les moteurs moléculaires 

 

Les MTs assurent une variété de mouvements à l’intérieur de la cellule tels que le transport 

intracellulaire, le positionnement des vésicules membranaires et la séparation des 

chromosomes durant la mitose. Le mouvement le long des MTs est basé sur l’action de 
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protéines motrices qui utilisent l’énergie de l’hydrolyse de l’ATP pour produire de la force et 

du mouvement. Les deux familles des moteurs moléculaires qui évoluent sur les MTs sont les 

kinésines et les dynéines. La plupart des membres de la famille des kinésines se déplacent vers 

l’extrémité « + » du MT, mais certains se déplacent vers l’extrémité « - » (Hanlon et al., 1997). 

Les dynéines se déplacent vers l’extrémité « - » du MT. Le déplacement effectué par les 

kinésines est souvent appelé antérograde alors que celui des dynéines est appelé rétrograde.   

 

Figure 7: Dynéine et kinésine, les moteurs moléculaires des MTs 

Diagramme schématique des moteurs microtubulaires cytoplasmiques : les dynéines et les kinésines. 

Flèches noires : Direction de transport des cargos par les moteurs moléculaires.  

Schéma de la dynéine cytoplasmique :  Rouge : chaines lourdes ; Jaune : chaines intermédiaires, 

Indigo : chaines légères intermédiaires, Rose claire, vert et orange : chaines légères ; Turquoise : La 

sous-unité la plus large de la dynactine, un complexe protéique de taille comparable à la dynéine, 

p150Glued ; Rose foncé : sous-unité p50 de la dynactine 

Schéma de la kinésine conventionnelle : Rouge : Chaines lourdes ; Vert : Chaine légères médient la 

liaison au cargo via une protéine intermédiaire (bleue) qui se lie à une protéine transmembranaire du 

cargo (jaune) 

(Duncan and Goldstein, 2006) 

Chez les mammifères, 45 kinésines ont été identifiées et classées en 14 groupes (Miki et al., 

2001). Les kinésines sont formées d’une à 4 chaines lourdes contenant le domaine ATPase et 

permettant à la protéine de se lier aux MTs. La kinésine conventionnelle (Kinésine 1 ou KIF5) 

est formée de deux chaines lourdes et deux chaines légères (Figure 7, marquées en rouge et 

vert respectivement). Les kinésines peuvent lier directement ou indirectement les cargaisons.  

Les dynéines sont divisées en deux catégories : 1) cytoplasmiques exprimées dans la majorité 

des cellules et 2) axonémales. La dynéine cytoplasmique est formée de deux chaines lourdes 

liant les MTs ayant chacune 6 domaines ATPase (Figure 7, marquées en rouge) ainsi que 
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plusieurs chaines intermédiaires, intermédiaires légères et légères (Figure 7, marquées en 

jaune, rose clair, vert, orange et indigo). La dynactine est un grand complexe protéique qui 

permet la liaison de dynéine à sa cargaison ou bien de renforcer cette liaison. La plus grande 

sous-unité de la dynactine est p150Glued qui interagit avec la dynactine au niveau des chaines 

intermédiaires et avec les MTs par leurs motifs CAP-Gly (Figure 7, marqué en turquoise). Une 

autre sous-unité de dynactine est p50 qui lie p150Glued au cargo (Figure 7, marqué en rose) 

(Duncan and Goldstein, 2006). La dynactine accroît le déplacement processif de la dynéine sur 

les MTs, c’est-à-dire sa capacité à faire de nombreux pas consécutifs sans se décrocher (King 

and Schroer, 2000).  

La famille des kinésines 4, 5, 8, 13 et 14 régulent la dynamique des MTs en agissant sur les 

extrémités « + » des MTs (Hunter et al., 2003 ; Sproul et al., 2005 ; Gupta et al., 2006 ; Gardner 

et al., 2008 ; Bieling et al., 2010). Les membres de la famille des kinésines 8 se déplacent vers 

le bout « + » des MTs. Elles forment un gradient tout au long du MTs et se concentrent 

majoritairement au niveau des bouts « + » et exercent leurs rôles de kinésines 

dépolymérisantes (Fukuda et al., 2014). Ce mode d’action a bien été décrit chez la levure : la 

forte liaison de la kinésine aux dimères de tubulines présentant une courbure stabilise leur 

forme, favorisant ainsi la dépolymérisation (Arellano-Santoyo et al., 2017). Les membres de la 

famille des kinésines 14 ont un effet dépolymérisant moins importants que les autres 

kinésines citées. En effet, Kar3, la kinésine 14 de la levure se lie via une sous unité non 

catalytique Cik1 qui joue le rôle d’intermédiaire à la liaison de la kinésine aux bouts « + » (Chu 

et al., 2005). En tirant Cik1 vers l’extrémité « - », Kar3 induit une légère dépolymérisation 

(Sproul et al., 2005).  

Il a été démontré par (Laan et al., 2012) dans un système in vitro où la dynéine est immobilisée 

sur des obstacles que ce moteur est capable d’ancrer les bouts « + » des MTs aux obstacles en 

question, d’inhiber leur croissance et d’induire leur catastrophe. Dans le même sens, une 

autre étude montre que l’absence de la dynéine diminue la fréquence de catastrophe des MTs 

astraux ce qui mène à des MTs plus longs (Estrem et al., 2017). Cependant, il a aussi été 

proposé que la présence de dynéine sur les bouts « + » des MTs neuronaux les stabilisent, 

rendant le transport rétrograde fonctionnel (Yogev et al., 2017).  

En dehors de ces exemples, la plupart des moteurs microtubulaires n'ont pas un rôle direct 

dans la régulation de la dynamique des MTs à l'extrémité « + » mais agissent plutôt sur la 
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dynamique des MTs via les cargaisons qu’ils transportent. Par exemple, la kinésine 

conventionnelle KIF5B transporte des MAP kinases de la voie JNK (c-Jun N-terminal kinase ; 

(Verhey et al., 2001)), régulant ainsi la dynamique des MTs (Daire et al., 2009). Dans ce cas, 

JNK augmente la fréquence des sauvetages en phosphorylant CLIP-170 (Henrie et al., 2020).  

 VI.II.C Les MAPs stabilisatrices  

 

La régulation de la dynamique des MTs se fait également par plusieurs protéines associées 

aux MTs tels que les protéines stabilisatrices Tau (Revue : (Bodakuntla et al., 2019)) ou MAP2 

(Gamblin et al., 1996) plutôt impliquées dans la régulation des MTs neuronaux. D’autres MAPs 

jouent un rôle important dans la régulation de la dynamique des MTs dans les cellules 

épithéliales. Ces MAPs comme les MAPs neuronales sont le plus souvent régulées par des 

phosphorylations/déphosphorylations qui contrôlent leur liaison aux MTs ou leur capacité à 

les stabiliser. 

MAP4   
 

La protéine MAP4 aussi connue sous le nom de MAP3 est exprimée dans une variété de types 

cellulaires (revue : (Honore et al., 2005)) où elle favorise l’assemblage des MTs (Nguyen et al., 

1997) ainsi que la liaison des MTs à l’actine (Matsushima et al., 2012). Le rôle stabilisateur de 

MAP4 est inhibé par son interaction avec SEPT2 ou l’hétérodimère SEPT6/7 l’empêchant de 

se lier aux MTs (Kremer et al., 2005). MAP4 est également inhibé par p53 ce qui constitue un 

mécanisme de résistance aux taxanes (Hait and Yang, 2006). L’effet stabilisateur de MAP4 

peut être contrecarré par des kinases telles que le complexe CyclineB-p34Cdc2/CDK1 qui 

pohsphoryle MAP4 sur les MTs sans provoquer son détachement (Ookata et al., 1995) ou par 

la kinase MARK4 (MAP/Microtubule affinity-regulating kinase 4) appartenant une famille des 

sérine/thréonine kinases aussi appelée Par (partitioning-defective) impliquées dans le 

contrôle de la polarité cellulaire et qui provoquent le détachement des MAPs des MTs après 

phosphorylation (Naz et al., 2013). Il a été proposé que pour augmenter la sensibilité des 

cancers des ovaires au paclitaxel, il faut inhiber la phosphorylation de MAP4 (Yang et al., 

2018).  
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MAP7/E-MAP115/Enconsin 

 

La protéine MAP7 ou E-MAP115 (MAP épithéliale de 115kDa) est majoritairement exprimée 

dans les cellules épithéliales (Masson and Kreis, 1993). MAP7 s’associe avec les MTs en 

interphase, mais affecte n’affecte les MTs qu’en division cellulaire où elle favorise leur 

polymérisation (Faire et al., 1999 ; Gallaud et al., 2014). Des études dans les cellules 

musculaires et dans les ovocytes de drosophile montrent que MAP7 influe sur le traffic 

intracellulaire en favorisant l’association de kinesine-1 sur les MTs (Barlan et al., 2013) ; 

(Metzger et al., 2012). Dans les neurones, MAP7 rentre en compétition avec la protéine tau, 

tous les deux impliqués dans la formation de branchements axonaux (Monroy et al., 2018).  

 

VI.II.D Les MAPs déstabilisatrices  
 

Parmis les différentes MAPs déstabilisatrices des MTs se trouvent :  

L’oncoprotéine 18/Stathmine  

 

La stathmine est une protéine de 18 kDa connue pour son rôle déstabilisateur des MTs. Son 

effet sur la dynamique des MTs se fait par sa liaison aux tubulines solubles les empêchant de 

polymériser (Honnappa et al., 2003). La stathmine se lie aussi directement aux MTs 

augmentant la fréquence des catastrophes aux deux extrémités, davantage au niveau de 

l’extrémité « - » que « + » (Manna et al., 2006).  

La stathmine est exprimée dans différents types de cancers avec une corrélation entre la 

sensibilité des tumeurs aux agents ciblant les MTs (Akhtar et al., 2014 ; Batsaikhan et al., 2014 ; 

Nie et al., 2015). En effet, la surexpression de la stathmine diminue la polymérisation des MTs 

et par conséquence la sensibilité au paclitaxel (Alli et al., 2002). Ainsi différentes études pour 

trouver des antagonistes de stathmine sont en cours (Pour revue : Biaoxue et al., 2016). 

Les ATPases clivantes  

 

La katanine et la spastine sont deux ATPases qui génèrent des cassures dans la paroi des MTs 

en utilisant l’énergie fournie par l’hydrolyse d’ATP (McNally and Vale, 1993), Revue : (Roll-

Mecak and Vale, 2008). Elles transforment les longs MTs en un grand nombre de MTs courts 

(Sudo and Baas, 2010; Errico et al., 2002).  
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Des analyses phylogénétiques montrent que fidgetine, comme la katanine et la spastine 

génère également des cassures des MTs (Zhang et al., 2007) surtout au niveau des bouts « - » 

(Mukherjee et al., 2012). Des études plus récentes montrent que la fidgetine de la drosophile 

favorise plutôt les MTs les moins acétylées et coupe préférentiellement les MTs dans la partie 

labile des MTs axonaux (Leo et al., 2015 ; Austin et al., 2017).  

 Cependant, la fidgetine murine et humaine présentent des mutations au niveau des domaines 

de liaison et d’hydrolyse de l’ATP indiquant que cette dernière est fonctionnellement 

différente des autres membres de la famille (Cox et al., 2000). La fidgetine humaine inhibe 

l’attachement des MTs aux centrosomes (Mukherjee et al., 2012) et est impliquée dans des 

maladies du développement (Cox et al., 2000).   

 

VII. Le rôle des microtubules dans le trafic cellulaire  
 

Les MTs jouent un rôle essentiel dans la division cellulaire en formant le fuseau mitotique 

important pour la bonne ségrégation des chromosomes (Revue : Meunier and Vernos, 2012). 

En interphase, les MTs assurent la directionnalité de la migration, (Revue : Garcin and Straube, 

2019), la transduction du signal (Revue : Gundersen and Cook, 1999) et participent aussi à de 

multiples autres évènements cellulaires. Ici, nous décrivons le rôle des MTs dans la sécrétion 

protéique et le trafic membranaire. 

VII.I Dans la sécrétion protéique  

 

Les MTs jouent un rôle dispensable dans la voie de sécrétion. En effet, les protéines peuvent 

diffuser du réticulum endoplasmique (RE) vers le Golgi puis vers la destination finale post-

golgienne mais le transport sur les MTs accélère le processus (Fourriere et al., 2016).  
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Figure 8: Trafic vésiculaire entre le réticulum endoplasmique et l’appareil de golgi 

Le trafic vésiculaire issu du réticulum endoplasmique (ER= Endoplasmic Reticulum) est initié lorsque le 

complexe de revêtement COPII trie les cargos pour former une vésicule bourgeonnante à partir du 

réticulum endoplasmique de transition (tER). Les cargos diffusent alors du ER au compartiment EGRIC 

(ER–Golgi intermediate compartment). Le trafic de l’EGRIC vers le golgi est dépendant des 

microtubules et de la dynéine et semble être médié par des vésicules revêtues de COPI. La vésicule 

EGRIC non-résidente est recyclée vers le ER. Le recyclage est dépendant de COPI et nécessite les 

microtubules ainsi que les kinésines. 

(Lord et al., 2013) 

Un rôle indispensable des MTs est le positionnement et le maintien de l’intégrité de ces 

organites. En effet, une dépolymérisation des MTs mène à la dispersion du Golgi (Sandoval et 

al., 1984) et à la perturbation de la dynamique du RE (Terasaki et al., 1986). Une étude plus 

récente montre le rôle des MTs dans la stabilisation du RE axonal (Farías et al., 2019). 

L’interaction entre ces différents éléments se fait via des protéines particulières : Le RE co-

localise avec les bouts « + » des MTs grâce à des protéines se trouvant à sa surface telle que 

CLIMP-63 (Vedrenne et al., 2005) ou ERLIN2 (Zhang et al., 2015) et est étiré vers la périphérie 

cellulaire par des kinésines (Waterman-Storer and Salmon, 1998) alors que le Golgi colocalise 

avec les bouts « - » des MTs via des MAPs telles que EB1 et EB3 (Yang et al., 2017) et est 

maintenu à proximité du centrosome par la dynéine cytoplasmique (Corthésy-Theulaz et al., 

1992).  

La première étape de la voie de sécrétion est le passage des protéines du RE (réticulum 

endoplamsique) au Golgi (Revue : (Mandon et al., 2013)). Les protéines se concentrent dans 

des éléments de transition où les vésicules recouvertes de COP II se forment (Bannykh et al., 

1996). Une fois débarrassées de leur manteau de COPII, ces vésicules fusionnent pour former 
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le ‘ER-Golgi intermediate compartment (ERGIC)’ (Klumperman et al., 1998). Les éléments 

d’ERGIC sont transportés dans le sens antérograde vers l’appareil de Golgi par leur interaction 

avec la dynéine (Watson et al., 2005). Le transport est bidirectionnel avec les kinésines 

responsables du transport rétrograde de vésicules recouvertes de COPI du Golgi vers le RE 

(Hirokawa et al., 2009; Brown et al., 2014) (Figure 8).  Les cargaisons qui quittent le trans-Golgi 

utilisent comme moyen de transport les kinésines en particulier la kinésine-1 KIF5B et la 

kinésine-3 KIF13B (Serra-Marques et al., 2020).  

L’interaction entre la cargaison et le moteur  

Il est à noter que quelques cargaisons peuvent se lier directement aux moteurs tels que la 

kinectine du RE (Toyoshima et al., 1992), les septines (Spiliotis et al., 2005 ; Zhu et al., 2008) 

mais la majorité ont besoin d’adaptateurs. Par exemple, les protéines adaptatrices de dynéine 

Bicaudal D1 et Bicaudal D2 médient l’interaction de dynéine à la membrane du Golgi via 

l’interaction avec la GTPase Rab6 (Matanis et al., 2002). Les protéines Rab (Small Ras-like 

GTPases) sont des enzymes qui selon qu’elles lient le GTP ou de GDP changent de 

conformation ce qui permet le recrutement de divers effecteurs impliqués dans le trafic. Parmi 

ces effecteurs, figurent des moteurs moléculaires dont l’interaction avec les cargaisons est 

régulée par les protéines Rab. Il existe plus de 60 protéines Rab identifiées chez les humains, 

qui sont localisées dans différents endroits dans la cellule et associées spécifiquement à 

différentes voies de transport vésiculaire (Revue : Hutagalung and Novick, 2011) (Figure 9). 
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Figure 9: Localisation intracellulaire des Rab 

Chaque chiffre correspond à une Rab particulière. AP: Autophagosome, ERGIC: ER-Golgi intermediate 

compartment, ER: Endoplasmic reticulum, EE: Early Endosome, LD: Lipid Droplet, LE: Late endosome, 

L/V: lysosome/vacuole, PAS: Preautophagosomal structure, RE: Recycling endosome, SV: secretory 

vesicle/granule. 

(Hutagalung and Novick, 2011) 

 

VII.II Rab impliquées dans l’endocytose et abordées dans ce travail 
 

L’endocytose est un mécanisme d’internalisation des éléments extracellulaires par des 

invaginations membranaires qui finissent par s’étrangler pour former des vésicules 

intracytoplasmiques. Plusieurs éléments peuvent être internalisés tel que des nutriments, un 

récepteur membranaire par suite d’une activation par un signal extracellulaire, une bactérie 

etc. Selon leur destination finale, les vésicules intracellulaires peuvent être entourées par une 

variété de protéines cytosoliques telle que la clathrine (Brodsky, 2016). Dans les cellules 

animales, le trafic membranaire dépend des MTs ainsi que des kinésines et dynéines 

permettant le transport des vésicules. L’interaction des Rabs avec ces moteurs joue un rôle 

crucial dans la régulation du trafic membranaire. 
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Rab5 se trouve sur les vésicules recouvertes de clathrine et participe à leur fusion avec les 

endosomes précoces. La présence de Rab5 sur les endosomes précoces régule leurs 

déplacements sur les MTs, leur maturation et leur fusion. Les endosomes, par un switch de 

Rab et de pH, peuvent évoluer en des endosomes de recyclage caractérisés par la présence de 

Rab11 (Hsu and Prekeris, 2010) et Rab35 (Kouranti et al., 2006) qui guident l’endosome vers 

la membrane plasmique. Ils peuvent aussi, par un échange de Rab5 contre Rab7 (Poteryaev et 

al., 2010), évoluer en des endosomes tardifs qui seront transportés par Rab7 vers les 

lysosomes pour une éventuelle dégradation des protéines ubiquitinylées (Raiborg and 

Stenmark, 2009 ; Mellman, 1996) (Figure 9).  

Rab35 identifiée en 1994 et a été classifiée comme homologue de Rab1A et Rab1B (Zhu et al., 

1994) qui régulent le trafic vésiculaire entre le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi 

(Stenmark, 2009). Contrairement à ses homologues, Rab35 est important dans le trafic 

endosomal et le recyclage assurant une bonne cytokinèse (Kouranti et al., 2006). Cette 

protéine Rab est présente au niveau de la membrane plasmique, majoritairement dans des 

régions riches en phosphatidylinositol 4,5 biphosphate (PIP2) et au niveau de vésicules 

endosomales recouvertes de clathrine (Kouranti et al., 2006). Rab35 activée recrute la 

phosphatase effectrice OCRL au niveau des vésicules endosomales. Cette enzyme hydrolyse 

le PIP2 en phosphatidylinositol 4 phosphate (Lowe, 2005) ce qui résulte en l’élimination du 

manteau de clathrine, permettant la suite du trafic (Cauvin et al., 2016). Une anomalie de 

fonctionnement de Rab35 résulte en une accumulation de PIP2 au niveau des vésicules et la 

translocation de SEPT2 (voir la partie III de la thèse) de la membrane plasmique vers ces 

vésicules ainsi que l’accumulation de F-actine ce qui pourrait expliquer les défauts qu’il induit 

dans la cytokinèse (Kouranti et al., 2006). 

Rab35 module la dynamique de l’actine de façon directe et indirecte. Dans les cellules BHK 

(baby hamster kidney), Rab35 co-localise avec l’actine ainsi que les Rho GTPases Rac1 et Cdc42 

qui régulent les changements de la forme des cellules en agissant sur le cytosquelette d’actine 

(Hall, 2005). En effet, il existe une corrélation entre Rab35 et Cdc42 car un Rab35 

constitutivement actif est capable d’activer Cdc42. Ceci influence la formation de longues 

protrusions cellulaires (Chevallier et al., 2009). L’orthologue de Rab35 chez la drosophile 

module directement l’activité dynamique de l’actine via sa protéine effectrice fascine (Zhang 
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et al., 2009). Fascine est une protéine d’entrecroisement qui lie les filaments d’actine entre 

eux et induit le bundling et la formation de filopodes (Vignjevic et al., 2006).  

Les moteurs moléculaires associées aux MTs qui sont impliqués dans les mouvements 

membranaires des voies d’endocytose sont d’une part le complexe dynéine/dynactine, et 

d’autre part des kinésines appartenant aux familles de kinésines-1 (KIF5), des kinésines-2 

(KIF3A/B), des kinésines-3 (KIF13A, KIF16B, KIF1B) et aussi des kinésines-14 (KIFC1 et KIFC2 

qui se dirigent vers l’extrémité moins des MTs) (pour revue, voir Granger et al., 2014).  
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Partie II : Les filaments d’actine  

 
I. Structure et composition de l’actine  

 
L’actine est une protéine globulaire (G-actine) de 42 kDa qui s’auto-associe pour former 

un homopolymère appelé le filament d’actine (F-actine). Ce dernier possède une structure 

hélicoïdale double brin (Holmes et al., 1990). Comme les MTs, les filaments d’actine sont 

polarisés avec deux extrémités dynamiquement différentes : l’extrémité barbée à 

croissance rapide et où a lieu la polymérisation et l’extrémité pointue à croissance lente 

et où a lieu la dépolymérisation (Figure 10).  

 

 

 

 

(Nonaka et al., 2011) 

 

II. La dynamique des filaments d’actine 

 

L’état d’équilibre dynamique de l’actine a lieu quand il y a un équilibre entre l’assemblage et 

le désassemblage des filaments d’actine. Cet équilibre dynamique est formé de 4 étapes : La 

nucléation, l’élongation, le désassemblage et le recyclage (Figure 11).  

 

Figure 10: Représentation d’un filament d’actine et de son dynamisme 
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Figure 11: Les différentes étapes du dynamisme des filaments d’actine 

L’actine séquestrée et polymérisable représente le pool de monomères d’actine.  La nucléation est la 

formation de dimères ou trimères d’actine. L’élongation et le coiffage modulent la croissance 

contrôlée des différentes formes d’organisation de l’actine (généré soit par le complexe Arp2/3 ou les 

formines). Le désassemblage et la dépolymérisation entrainent la décomposition des structures 

d’actine en monomères. Le recyclage renouvelle le pool de monomères d’actine chargées en ATP. Les 

différents états nucléotidiques de l’actine, des extrémités barbelées et pointues et des différentes 

protéines ou complexes sont représentés par les symboles indiqués. 

(Plastino and Blanchoin, 2019) 

II.I La nucléation  

 

La vitesse d’assemblage d’actine est proportionnelle à la concentration de monomères libres 

dans le cytoplasme. La majorité des monomères sont liés à la protéine profiline, un facteur 

d’échange nucléotidique qui permet à l’actine de passer à l’état ATP, mais qui ne permet pas 

la formation spontanée de dimères et trimères d’actine (Pollard et al., 2000). D’autres 

monomères sont non polymérisables à cause de leur séquestration par des protéines telle que 

la thymosine β4 (Pantaloni and Carlier, 1993).  

La nucléation nécessite la formation d’un assemblage stable de dimères et trimères d’actine. 

Ce phénomène est accéléré par : Le complexe Arp2/3, composé de 7 protéines (Mullins et al., 

1998), la famille des formines et les protéines Spire et Cobl qui induisent la nucléation en 

attachant 2 ou 3 monomères ensemble (Campellone and Welch, 2010). L’activité du complexe 
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Arp2/3 et de la famille des formines est régulée directement ou indirectement par les Rho-

GTPases membranaires (Lawson and Ridley, 2018).  

II.II L’élongation  

 

Après la formation des nuclei, les monomères s’ajoutent en fonction de la concentration de 

monomères libres (Wegner and Engel, 1975) qui doit être supérieure à une concentration 

critique de 0,1 µM (Pollard et al., 2000). La polymérisation nécessite l’hydrolyse de l’ATP à 

l’intérieur du filament et la dissociation du phosphate (Melki et al., 1996). L’élongation est 

régulée par des protéines de coiffe qui se fixent sur les extrémités barbées et bloquent 

l’élongation (Iwasa and Mullins, 2007). De façon antagoniste, les protéines de la famille des 

formines se fixent sur les extrémités barbées et jouent le rôle de machinerie d’élongation 

(Block et al., 2012).  

II.III Le désassemblage  

 

Le désassemblage des filaments d’actine a lieu de deux façons : Fragmentation des filaments 

préexistants ou dépolymérisation en monomères.  

La fragmentation peut avoir lieu suite à la contraction induite par les protéines de la famille 

des myosines (Murrell and Gardel, 2012). La myosine est une ATPase qui, en hydrolysant l’ATP, 

génère de l’énergie pour se déplacer le long de l’actine. Il existe 13 membres de cette famille, 

la plus connue étant la myosine II qui est responsable de la contraction musculaire et de la 

cytocinèse (Hartman and Spudich, 2012). 

La dépolymérisation peut être induite, selon l’organisation cellulaire des filaments d’actine, 

par les protéines de la famille des ADF/cofiline (Actin Depolymerizing Factor) (Blanchoin et al., 

2000), par Aip1 (Actin-interacting protein 1), coronin (Nadkarni and Brieher, 2014), et par des 

accélérateurs de dépolymérisation comme twinflin et Srv2/CAP (cyclase associated protein) 

(Johnston et al., 2015). La dépolymérisation des deux bouts du filaments a également lieu 

suite à l’effet de l’oxydase MICAL1 (Molecule Interacting with CasL) (Commentaire : Frémont 

et al., 2017a). Deux hypothèses ont été mises en place pour expliquer l’effet de cette 

monooxygénase sur la polymérisation et dépolymérisation de l’actine :  L’hypothèse 1 cite que 

cet effet est due aux ROS (Reactive Oxygen Species) produits par MICAL1 qui modifient les 

résidus cystéine, méthionine et tryptophane de l’actine (Fedorova et al., 2010), mais ceci s’est 
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avéré pas suffisant pour induire la dépolymérisation de l’actine (Frémont et al., 2017b). 

L’hypothèse 2 mentionne que les MICALs oxydent deux résidus méthionine de l’actine : M44 

et M47 en methionine sulfoxide (Hung et al., 2011, Hung et al., 2010) affectant ainsi des 

résidus clés pour l’interface entre deux sous-unités successives d’actine dans un filament 

(Hung et al., 2010) et induisant donc la dépolymérisation de l’actine.  

II.IV Le recyclage 

  

Les monomères libres dans le cytoplasme suite au désassemblage sont liés à l’ADP et ensuite 

séquestrés par interaction avec la thymosine 4. Afin qu’ils deviennent re-polymérisables, 

profiline et Srv2/CAP dissocient ADF/cofiline et jouent le rôle d’échangeur de nucléotides afin 

de reconstituer le pool de monomères d’actines liés à l’ATP (Blanchoin and Pollard, 1998). 

III. Organisation cellulaire des filaments d’actines 

 
Les cellules eucaryotes sont capables d’organiser les filaments d’actine en différentes 

structures.  

 

Figure 12: Les différentes organisation de l'actine 

Représentation schématique des trois principales structures d’actine présentes dans la cellule : 1) 

Lamellipodes : réseau dense et ramifié impliqué dans la protrusion cellulaire. 2) Filopodes : structure 

composée de filaments alignées et située au niveau du front de migration. 3) Les fibres de stress : des 

structures contractiles constituées de filaments d’actine antiparallèles et/ou de polarité mixtes 

associés à la myosine. 

 Les régions agrandies mettent en évidence l’organisation spécifique de l’actine des différentes 

structures cellulaires de l’actine. 

(Letort et al., 2015) 
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Les filaments d’actine sont considérés comme des éléments mécaniques qui induisent les 

changements de la forme cellulaire et régulent la motilité. Afin d’accomplir leurs fonctions 

cellulaires, les microfilaments d’actines s’assemblent en différentes structures (Figure 12).  

• Les lamellipodes : Ce sont des protrusions membranaires, acteurs majeurs de la 

motilité cellulaire, formés de filaments d’actine branchés en réseau appelé réseau 

d’actine dendritique (Svitkina and Borisy, 1999). La formation de ces protrusions est 

induite par un signal extracellulaire qui active le complexe Arp2/3 qui mène à la 

nucléation des nouveaux filaments sur les côtés de filaments existants à un angle de 

70° du front de migration ce qui permet de générer des forces au niveau du front de 

migration. La polymérisation et la dépolymérisation sont contrôlées par les protéines 

de coiffes et le complexe ADF/cofiline respectivement (Figure 13). 

  

Figure 13: Le modèle de formation du réseau d'actine dendritique 

Les protéines proches de la membrane activent le complexe Arp2/3 qui induit la nucléation de 

nouvelles extrémités barbelées au niveau d'un filament mère existant (étapes 1-4). La polymérisation 

au niveau de l'extrémité barbelée du filament est arrêtée par la liaison des protéines de coiffage 

(étapes 5-7). La dépolymérisation des filaments vieillis crée des oligomères et des monomères qui 

diffusent et repolymérisent (étapes 8-11). L’action de l’ADF/cofiline est inhibé par la LIM-kinase 

(étape 12). 

                  Selon (Holz and Vavylonis, 2018) basé sur l’étude de (Pollard and Borisy, 2003) 
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• Les filopodes : Des protrusions membranaires formées par des faisceaux de filaments 

d’actine parallèles, ayant leurs extrémités barbées orientées dans la même direction, 

vers la membrane cellulaire. Ce sont des structures importantes pour l’établissement 

des contacts intercellulaires et pour la directionnalité de la migration cellulaire.  

 

• Les microvillosités : Des protrusions membranaires formées d’approximativement 20 

filaments d’actine parallèles avec leurs bouts « - » vers l’extrémités des microvillosités 

ainsi que des protéines qui régulent l’organisation de ces structures (Bretscher and 

Weber, 1978). Les protéines fimbrine (Bretscher and Weber, 1980) et villine (Bretscher 

and Weber, 1979) connectent les filaments, la myosine Myo1A (Tyska and Mooseker, 

2002) et calmoduline font la connexion entre les filaments et la membrane plasmique 

(Howe and Mooseker, 1983). Les microvillosités interagissent entre eux pour maintenir 

une organisation dense ce qui permet d’augmenter la surface cellulaire pour 

l’absorption (Revue : (Sauvanet et al., 2015)) (Figure 14).  

 

 

Figure 14: L'organisation des microvillosités 

(Crawley et al., 2014) 

 

• Le cortex cellulaire : Couche d’actine qui recouvre la membrane plasmique à l’arrière 

et aux cotés de la cellule. Elle est importante pour maintenir la morphologie cellulaire. 
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• Les fibres de stress : Ce sont des faisceaux de filaments d’actine antiparallèles donc 

présentant des polarités opposées. C’est un élément clé de le méchano-transduction 

connectant le cytosquelette à la matrice extracellulaire par des sites d’adhérences 

focales. Les fibres de stress sont divisées en 3 catégories (Figure 15) : Les fibres 

dorsales, non contractiles et les fibres contractiles à cause de la présence de myosine 

II, elles-mêmes divisées en deux sous-catégories : 1) Les arcs transverses, parallèles au 

front de migration et non ancrés dans les adhérences focales 2) Les fibres de stress 

ventrales, parallèles à la direction du mouvement qui lient les sites d’adhérences 

focales. C’est avec les fibres de stress qu’interagissent majoritairement nos protéines 

d’intérêt les septines et ceci sera détaillé plus dans la partie III de la thèse (Joo et al., 

2007 ; Kinoshita et al., 2002 ; Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Targa et al., 2019).  

 

 

 

 

Figure 15: Les différentes populations de fibres de stress 

(Lee and Kumar, 2016) 

 

IV. Interrelations actine-microtubules  
 

La coordination entre les filaments d’actine et les MTs est importante pour assurer la 

coordination de différents événements cellulaires chez les eucaryotes tels que la division 
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cellulaire, la migration, et l’élongation de protrusions neuronales. Le lien entre l’actine et les 

MTs se fait via des protéines ou des complexes protéiques liant à la fois les deux éléments du 

cytosquelette par exemple : 

IV.I Les spectraplakines  

 

Les spectraplakines appartiennent à la famille des spectrines capables de se lier à la fois à 

l’actine et aux MTs. Ces protéines possèdent au niveau de leur partie N-terminale un motif 

contenant deux domaines CH (Calponin Homology) 1 et 2 qui leurs permettent de se lier à 

l’actine (Sjöblom et al., 2008). Elles peuvent se lier aux MTs par leur liaison à des protéines 

associés aux MTs. Les spectraplakines des mammifères MACF1 (Microtubule and Actin 

Crosslinking Factor 1) aussi connue sous le nom de ACF7 (Actin crosslinking factor 7) possèdent 

des motifs SxIP retrouvé également dans les +TIPs ce qui leur permettent se lier à EB1 (Slep et 

al., 2005) et de se concentrer aux bouts + des MTs (Akhmanova and Steinmetz, 2008). Ces 

protéines jouent un rôle important dans la stabilisation des MTs (Drabek et al., 2006 ; Kodama 

et al., 2003) ; mais n’ont pas d’effet majeur sur la dynamique des filaments d’actine (Kodama 

et al., 2003). La régulation de la dynamique des MTs par ACF7 est importante dans le turnover 

des adhérences focales, nécessaire pour la migration cellulaire. En l’absence d’ACF7 

responsable du guidage des bouts « + » des MTs vers les adhérences focales (AF), les MTs ne 

peuvent pas bien converger vers les AF, ce qui limite leur stabilisation et la migration cellulaire 

(Wu et al., 2008) ; (Wu et al., 2011) ; (Yue et al., 2016).  

IV.II. IQGAP1 
 

IQGAP1 est une protéine d’échafaudage qui joue un rôle important dans la régulation de la 

dynamique des filaments d’actine (Gorman et al., 2012) d’une part en se liant directement à 

l’actine via son domaine CH N-terminal (Watanabe et al., 2004) d’autre part, par sa capacité à 

interagir avec plusieurs régulateurs du réseau d’actine comme Cdc42 et Rac1 (Bashour et al., 

1997). IQGAP1 interagit aussi avec les MTs via CLIP-170 (Fukata et al., 1997 ; Fukata et al., 

2002 ; Gundersen, 2002), APC (Tirnauer, 2004) et EB1 (Tian et al., 2014).  

L’interaction entre les MTs et l’actine peut induire la capture des extrémités « + » des MTs par 

les faisceaux d’actine, jouant ainsi le rôle de barrière (López et al., 2014). L’étude de (Henty-

Ridilla et al., 2016) montre in vitro que les extrémités « + » des MTs stimulent l’assemblage de 
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l’actine via l’association de CLIP-170 et DIAPH1 (Diaphoanous-related formin mDia1). De plus, 

les MTs stimulent la polymérisation de l’actine par la signalisation via des Rho GTPase telle 

que Rac (Margaron et al., 2013).  

IV.III L’effet de l’interaction actine-MTs sur le trafic intracellulaire  
 

Parmi les différents évènements cellulaires influencés par l’interaction actine-MTs on peut 

citer les exemples suivants : 

La sécrétion du surfactant par les pneumocytes de type II des alvéoles pulmonaires se fait par 

exocytose via de larges vésicules sécrétoires. Les vésicules sont entourées par un manteau 

d’actine qui, par sa compression, facilite la libération du surfactant. L’étude de (Müller et al., 

2019) montre qu’une dépolymérisation des MTs par le nocodazole inhibe la formation de ce 

manteau d’actine et de la polymérisation de l’actine sur les vésicules sécrétoires. De plus la 

protéine IQGAP1 par ailleurs colocalisée avec CLIP-170, est aussi retrouvée au niveau des 

vésicules de sécrétion fusionnées avec la membrane plasmique. Elle contribue à l’élaboration 

du manteau contractile d’actine qui permet d’expulser le surfactant. 

Chez le champignon Aspergillus nidulans, les mêmes cargaisons sécrétoires alternent entre les 

filaments d’actines et les MTs pour leur transport du réseau trans-golgien vers la membrane 

plasmique. En effet, ces vésicules sont transportées vers le bout « + » des MTs par la kinésine 

avant d’être cédées à la myosine V qui effectue la dernière étape de transport vers la 

membrane plasmique (Peñalva et al., 2017). Similairement à ce qui est observé chez les 

champignons, le suivi par microscopie confocale de vésicules d’endocytose du récepteur HER2 

(Human Epidermal factor 2 Receptor) dans les cellules cancéreuses KPL4 montre que les 

vésicules proches de la membrane plasmique sont transportées par l’actine avant de passer 

vers les MTs pour leurs arrivées vers le noyau (Watanabe and Higuchi, 2007).  

Chez les plantes, de courts filaments d’actine se déplacent le long des MTs après 

dépolymérisation du réseau d’actine (Sampathkumar et al., 2011). Il se peut que l’actine soit 

transporté par la kinésine conventionnelle le long des MTs (Schneider and Persson, 2015) , 

même si cela n’est pas encore observé in vitro ou bien par la kinésine CHO1/MKLP1/KIF23 qui 

possède la capacité de lier à la fois l’actine et les MTs (Kuriyama et al., 2002).  
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IV.IV L’effet de l’interaction actine-MTs sur la cytocinèse  

 
La formation de l’anneau contractile durant la cytocinèse est régulée par RhoA (Fededa and 

Gerlich, 2012). Les MTs participent à la formation de cet anneau en délivrant, par le moteur 

moléculaire : kinésine VI, un activateur de RhoA, ECT2 (Yüce et al., 2005). RhoA à son tour 

recrute l’anilline, une protéine de l’anneau contractile qui interagira avec la myosine II, les 

septines et la membrane plasmique. Ainsi, les septines en interagissant avec l’anilline recruté 

par RhoA activé par un activateur transporté par la kinésine VI, participent à cause de leurs 

interactomes à la relation entre actine et MTs. De plus, des expériences sur des neurones 

montrent que SEPT6 initie l’organisation des filaments d’actine en filopodes et SEPT7 altère 

l’organisation des microtubules axonaux promouvant ainsi leur localisation dans ces filopodes 

(Hu et al., 2012). 
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Partie III : Les septines  
 

I. Propriétés générales des septines  

 

I.I La découverte de la famille des septines  

 
La découverte des septines a été faite chez la levure Saccharomyces cerevisiae dans une étude 

qui consistait à identifier des gènes impliqués dans la division cellulaire en induisant des 

mutations sensibles à la température (Hartwell, 1971). Quatre gènes ont ainsi été identifiés, 

dont la mutation induisait des défauts similaires de la cytocinèse : Cdc3, Cdc10, Cdc11 et 

Cdc12 (Cdc = cell division cycle). Les mutations au niveau de ces gènes n’affectaient pas la 

réplication de l’ADN mais empêchaient le détachement du bourgeon de la cellule mère. La 

visualisation d’une levure en bourgeonnement par microscopie électronique indiquait que des 

filaments épais sous forme d’anneaux entouraient le col du bourgeon et que des mutations 

dans l’un ou l’autre des 4 gènes découverts résultaient en la disparition de cet anneau (Byers 

and Goetsch, 1976). La localisation des protéines Cdc3, Cdc10, Cdc11 et Cdc12 a été identifiée 

par immunofluorescence au niveau de cet anneau qui entoure le col du bourgeon (Haarer and 

Pringle, 1987 ; Kim et al., 1991). En 2008, ces protéines ont été nommées ‘septines’ par Pringle 

pour leur rôle dans la division cellulaire et plus précisément la septation (Pringle, 2008) (Figure 

16). 
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Figure 16 : Bourgeon de Saccharomyces cerevisiae vu en microscopie électronique 

Image montrant la localisation des septines (flèches) au niveau de l’anneau contractile au cours du 

processus de séparation du bourgeon de la cellule mère. Le bourgeon contient des vésicules (V)  

 

(Byers and Goetsch, 1976) 

 

I.II Polymorphisme et localisation tissulaire 
 

Depuis la découverte des septines chez les levures, des séquences homologues ont été 

identifiées chez les champignons, animaux et protistes. Bien qu’aucune séquence homologue 

n’ait été retrouvée chez les plantes (Nishihama et al., 2011 ; Pan et al., 2007), il existe des 

protéines structurellement proches qui constituent une famille de para-septines Aig1-

Toc34/Toc159. Aig1 joue un rôle dans la défense anti-pathogène alors que Toc34/Toc159 

jouent un rôle dans le mécanisme d’importation des peptides dans les chloroplastes (Leipe et 

al., 2002). Le nombre de septines varie entre les espèces. Par exemple, la famille de septines 

de Saccharomyces cerevisiae est constituée de 7 membres (Cdc10, Cdc3, Cdc11, Cdc12, Sh1, 

Spr3 et Spr28) alors que chez les humains 13 membres ont été identifiés (SEPT1-12 et 14) 

(Kinoshita et al., 2002). L’expression de 13 gènes différents donne comme produits les 13 

septines humaines dont les tailles varient de 39 à 65kDa (Tableau 1) et dont les séquences en 

acides aminés sont similaires pour plus de 35% (McMurray and Thorner, 2019). Ces gènes 

génèrent un ou plusieurs polypeptides par épissage alternatif et/ou traduction à partir de 

différents codons d’initiation (Sellin et al., 2012). Il est à noter que SEPT13 est actuellement 

reconnu comme étant un des différents pseudogènes de SEPT7 (Russell and Hall, 2011). 

 



52 
 

 

Tableau 1: Transcrits et isoformes de gènes et pseudogènes de septines humaines (En se 
basant sur la base de données Genbank®) 

 

L’expression de ces gènes est majoritairement ubiquitaire, à l’exception de Sept3 qui 

s’exprime exclusivement dans le cerveau et de Sept12 et Sept14 qui s’expriment uniquement 

dans les testicules (Fagerberg et al., 2014). 

I.III Domaines fonctionnels  
 

Les septines appartiennent à la famille des GTPases contenant une boucle P comme pour les 

kinésines, myosines et les protéines Ras (Leipe et al., 2002).  Les régions N et C-terminales des 

septines sont variables du point de vue de la taille et de la composition en acides aminés, 

pouvant contribuer à des différences dans leurs interactions protéiques et donc de leurs 

fonctionnements biologiques. Après la partie N-terminale variable se trouve une première 

région polybasique (PB1) responsable de la liaison des septines aux phosphoinositides (PI) de 

la membrane plasmique (Casamayor and Snyder, 2003 ; Zhang et al., 1999). 
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L’étude récente de (Omrane et al., 2019) détecte l’existence au niveau de SEPT9 d’une 

deuxième région polybasique formée des 4 acides aminés 399-402 qui est conservée dans les 

autres septines humaines et qui est également responsable de l’interaction des septines avec 

les PI de la membrane. Cette étude montre aussi que, adjacent à ces domaines polybasiques, 

se trouvent des hélices amphipatiques A participant aussi à la liaison des septines à la 

membrane. En aval de PB1, se trouve le domaine de liaison au GTP. Il contient 3 motifs qui 

sont conservés dans toute la famille des GTPases contenant une boucle P (Field and Kellogg, 

1999). Le motif G1 : GxxxxGKS/T forme une boucle flexible et interagit avec le groupe 

phosphate du nucléotide. Le motif G3 contient plusieurs résidus hydrophobes suivi par DxxG 

(Saraste et al., 1990; Leipe et al., 2002). Il participe à la liaison du Mg2+ et du γ-phosphate du 

GTP. Le motif G4 NKxD est important pour la spécificité de liaison au GTP (Dever et al., 1987). 

Le domaine de liaison au GTP se termine par un motif unique aux septines, ce qui les distingue 

des autres membres de la famille (Versele and Thorner, 2004 ; Pan et al., 2007 ;Steels et al., 

2007). La partie C-terminale peut contenir jusqu’à 3 domaines ‘coiled-coil’ comme elle peut 

en être exempte. Ces domaines pourraient être nécessaires pour les interactions avec les 

autres septines ou avec des substrats (Casamayor and Snyder, 2003 ; Versele and Thorner, 

2005 ; Meseroll et al., 2013 ; Szuba et al., 2020).  

 

Figure 17: Les différents domaines des septines 

De gauche à droite : Le domaine N-terminal variable, le domaine polybasique, le domaine de liaison 

au GTP contenant les motifs suivants : G1 : GxxxxGKS/T, G3 : contenant plusieurs résidus hydrophobes 

suivi par DxxG, et G4 : NKxD, un domaine unique aux septines et la région C-terminale variable, 

contenant, selon les septines, un seul, plusieurs ou pas de domaines coiled-coil.  

 
(Fung et al., 2014) modifié selon les données de (Pan et al., 2007) 

 

L’analyse phylogénétique des septines montre qu’elles peuvent être classées en 4 sous-

groupes selon leurs homologies de séquence et le nombre de domaines coiled-coil présents 

dans la région C-terminale (Figure 18). Le groupe 3 est caractérisé par l’absence de domaine 
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‘coiled-coil’, le groupe 2 contient deux domaines ‘coiled-coil’ alors que le groupe 6 n’en 

possède qu’un seul. Le groupe 7 est formé par un seul membre qui est la SEPT7 caractérisée 

par un seul domaine ‘coiled-coil’. Ces 4 sous-groupes possèdent des similarités de séquence 

avec les septines de Saccharomyces cerevisiae (Versele and Thorner, 2005), avec Cdc11p 

l’équivalent du groupe SEPT2, Cdc10p l’équivalent du groupe SEPT3, Cdc3p l’équivalent du 

groupe SEPT6 et Cdc12p l’équivalent du groupe SEPT7.  

 

Figure 18: Arbre phylogénétique de la famille des septines humaines 

(Peterson and Petty, 2010) 

 

I.IV Polymérisation  
 

Depuis leur découverte, les septines ont été considérées comme protéines qui fonctionnent 

en complexes. La première caractérisation biochimique des septines a été faite chez la 

drosophile, et a révélé que les septines formaient des complexes hexamèriques (Field et al., 

1996 ; Oegema et al., 1998). Ces complexes ont été identifiés chez différentes espèces de 

levures (Frazier et al., 1998 ; Kaneko et al., 2004). Le fait que les mammifères expriment 13 

septines différentes rend la détermination de l’arrangement des sous-unités des hétéro-

oligomères plus complexe. Néanmoins, un complexe est formé par l’association de septines 

issues de différents groupes, sachant que les protéines d’un même groupe peuvent être 

interchangeables (Kinoshita, 2003 ; Sandrock et al., 2011 ; Sellin et al., 2011).  Les complexes 

isolés de cultures cellulaires sont SEPT2/6/7/9, SEPT2/6/7, SEPT7/9/11 (Nagata et al., 2004), 

SEPT3/5/7 et SEPT5/7/11 (Kinoshita et al., 2002 ; Fujishima et al., 2007 ; Sellin et al., 2011). 
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I.IV.A Le modèle hexamère de (Sirajuddin et al., 2007)  
 

La coexpression des SEPT2, SEPT6 et SEPT7 de mammifères dans Escherichia coli mène à une 

purification d’un complexe contenant un ratio 1 :1 :1 de chaque septine, ce qui ressemble aux 

complexes innés isolés des cultures de cellules de mammifères (Kinoshita et al., 2002), (Nagata 

et al., 2004). L’équipe de Sirajuddin s’est basée sur deux techniques afin d’identifier la nature 

du complexe purifié. La première technique a constaté en l’analyse du complexe par 

microscopie électronique qui a montré qu’il s’agissait d’un hexamère linéaire. Afin d’identifier 

l’ordre dans lequel les septines se trouvaient, ils ont fusionné le gène MalE (ou MBP=Maltose-

binding protein) à la partie N-ter de SEPT2 et l’ont coexprimé avec SEPT6 et SEPT7 dans E. coli. 

Ils ont pu identifier la présence de SEPT2 au centre de l’hexamère. Ceci a été confirmé par la 

deuxième approche consistant en une analyse cristallographique du complexe. L’analyse a 

révélé une symétrie miroir avec SEPT2 au centre. L’organisation du complexe consiste en des 

interactions face à face entre les domaines de liaison au GTP (interface G-G) et des interactions 

dos à dos aux surfaces N et C-ter qui sont de part et d’autre du site de liaison du nucléotide 

(interface NC-NC). SEPT2 se lie à une autre SEPT2 par l’interface NC-NC et à SEPT6 par 

l’interface G-G. SEPT6 et SEPT7 se lient par l’interface NC-NC et aussi par leurs domaines 

‘coiled-coil’ (Low and Macara, 2006) (Figure 19).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure 19: La structure du cristal de l’hétéro-hexamère de septines  

selon (Sirajuddin et al., 2007) 
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I.IV.B Le modèle octamère de (Kim et al., 2011)  

 

Cette étude avait pour but de voir l’effet, sur la formation des hexamères, de mutations qui 

déstabilisent l’interface NC-NC entre SEPT6 et SEPT7, ce qui a d’ailleurs confirmé que SEPT6 

était bien situé entre SEPT2 et SEPT7. De façon intéressante, ils ont de plus trouvé que les 

septines pouvaient former des octamères par l’ajout d’un membre du groupe SEPT3 qui se 

lierait à SEPT7 (Kim et al., 2011), (Sellin et al., 2011) (Figure 20).  

 

Figure 20: Illustration de l’hétéro-octamère de septines 

(Fung et al., 2014) 

I.IV.C Repositionnement des septines :  Le modèle de (Mendonça et al., 2019) et de (Soroor 

et al., 2020) 
 

Dans l’étude de (Mendonça et al., 2019), deux représentants du groupe SEPT2 (SEPT2 et 

SEPT5) ont été exprimés avec SEPT6 et SEPT7 dans E. coli. Ils montrent que l’ordre des sous-

unités dans l’hétéro-hexamère de septines est complètement inversé par rapport à celui 

proposé par Sirajuddin et al., 2007 (Figure 21). Comme pour SEPT2, les hexamères formés par 

la coexpression de SEPT5, SEPT6 et SEPT7 dans E. coli présentent un ratio 1 :1 :1 de chaque 

septine. L’analyse du complexe formé par SEPT5 fusionné au gène qui code MBP, SEPT6 et 

SEPT7 par microscopie électronique révèle que SEPT5 se trouve aux extrémités de l’oligomère 

et non pas au centre. Ceci a aussi été confirmé par l’utilisation d’un anticorps anti-SEPT5 utilisé 

en microscopie électronique. Les expériences, répétées avec SEPT2 à la place de SEPT5, 

donnèrent les mêmes résultats.  
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Figure 21: La structure du cristal de l’hétéro-hexamère de septines 
 selon (Mendonça et al., 2019) 

 

L’étude de (Soroor et al., 2020) confirme les résultats de (Mendonça et al., 2019). Dans cette 

étude, ils ont évalué la formation de complexes de septines purifiés de cellules humaines avec 

SEPT9 complète ou dépourvue de son domaine N-terminal qui affectera alors l’interaction à 

l’interface NC-NC. Le mutant de SEPT9 a inhibé la formation d’octamères et a induit la 

formation de tétramères uniquement, indice prouvant qu’il se trouve au centre de l’octamère 

(Figure 22). Quand l’expérience est répétée avec un mutant de SEPT2, ils observent la 

formation d’hexamères et de tétramères, indiquant que cette septine se trouve aux 

extrémités. Les hexamères et les octamères ayant des extrémités identiques, ils ont montré 

qu’ils étaient capables de polymériser entre eux.  

 

Figure 22: Illustration alternative des hétéro-hexamères et hétéro-octamères où les 
extrémités sont compatibles pour la polymérisation 

selon Soroor et al., 2020 

Il est à noter que le modèle de (Mendonça et al., 2019) et de (Soroor et al., 2020) correspond 

au modèle retrouvé chez la levure (Figure 23), pour revue : (McMurray and Thorner, 2019).  
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Figure 23: Les différents modèles de polymérisation des septines humaines et de la levure 
 

Les anciens et récents modèles de polymérisation des hétéro-oligomères de septines de mammifères. 

(a) Comme décrit dans (Sirajuddin et al., 2007), dans les cristaux formés par un complexe hexamèrique 

de SEPT2, SEPT6 et SEPT7 humaines, l’unité asymétrique était l’hétéro-trimère SEPT2-SEPT6-SEPT7.  

(b) En se basant sur les résultats de microscopie électronique avec du SEPT2 marqué par du MBP 

(Maltosse Binding Protein), (Sirajjudin et al., 2007) propose un modèle dans lequel SEPT2 forme un 

homodimère central via l’interface NC. (c) Influencé par les études de (Sirajjudin et al., 2007), (Kim et 

al., 2011) ont proposé un modèle dans lequel SEPT9 occupe les positions aux extrémités des octamères. 

(d)  La nouvelle étude de (Mendonça et al., 2019) montre une organisation hexamèriques différentes 

dans laquelle SEPT7 forme l’homodimère central. (e) L’étude de (Soroor et al., 2020) montre que 

l’organisation de l’hétéro-octamère de septines est compatible avec celui déterminé chez la levure où 

Cdc10, la septine de levure la plus proche de SEPT9, se trouve au centre de l’hétéro-octamère (f).  

(McMurray and Thorner, 2019). 

 

I.V L’association en des structures d’ordre supérieur 
 

Les septines interagissent entre elles pour former des hétéro-oligomères. Les interactions 

entre les extrémités des différents complexes donnent naissance à de long filaments 

(Sirajuddin et al., 2007) (Soroor et al., 2020), souvent considérés comme les formes 

fonctionnelles des septines. Les filaments de septines peuvent s’associer en des structures 

d’ordre supérieur tel que des faisceaux ou des anneaux, provenant des interactions avec les 

domaines ‘coiled-coil’ au niveau du C-ter des sous-unités de septines (de Almeida Marques et 

al., 2012). L’analyse de l’assemblage des septines par microscopie à force atomique montre 
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que l’assemblage des septines en filaments est favorisé par l’hydrophilie de la surface, les 

charges négatives de la surface ainsi qu’un pH acide (Jiao et al., 2020) (Figure 24). 

 

Figure 24: Structures d'ordre supérieur des septines 

(Fung et al., 2014) 

 

I.VI Régulation de l’association des septines en filaments et en structures d’ordre 

supérieur  
 

I.VI.A Le GTP 
 

Le domaine de liaison au GTP permet aux septines de lier et d’hydrolyser le GTP, les vitesses 

d’hydrolyse étant néanmoins faibles et variables selon les septines (Zent and Wittinghofer, 

2014). SEPT6 ne possède pas d’activité GTPase due à l’absence d’une thréonine catalytique au 

niveau du domaine de liaison au GTP (Sirajuddin et al., 2007). La thréonine équivalente est 

aussi absente dans Cdc3 et Cdc11 chez la levure (Sirajuddin et al., 2009). Le rôle du GTP dans 

la formation des filaments de septines, que ce soit juste par sa liaison à son domaine ou par 

son hydrolyse n’est pas encore bien connu. En effet, l’étude de (Zhang et al., 1999) indique 

que l’association de SEPT4 à la membrane plasmique via la région polybasique est bloquée par 

sa liaison au GTP. Par contre, des études plus récentes montrent que le GTP joue un rôle positif 

dans l’association des structures de septines d’ordre supérieur à la membrane plasmique 

(Bertin et al., 2010 ; Bridges et al., 2014). L’association des septines au GTP est nécessaire pour 

les interactions septine-septine. Des mutations au niveau du domaine G de SEPT5 empêche 

son interaction avec SEPT8 lorsqu’ils sont coexprimés dans les cellules Cos-7 (Martínez et al., 

2004). De plus, des mutations du domaine G de SEPT12 réduit son association au GTP, induit 

la formation d’agrégats de SEPT12 et inhibe son association à SEPT11 dans les cellules HeLa 

(cancer cervical) (Ding et al., 2008). Le but de l’hydrolyse du GTP reste encore mal décrit mais 
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une mutation de SEPT11 qui n’empêche pas la liaison du GTP mais son hydrolyse inhibe la 

formation de filaments de SEPT11 dans les cellules transfectées, ce qui suggère un rôle de 

l’hydrolyse du GTP dans l’assemblage des septines (Hanai et al., 2004). Chez la levure, Cdc3 et 

Cdc11 ne sont pas capables d’hydrolyser le GTP, suggérant que l’hydrolyse du GTP n’est pas 

nécessaire à la formation des filaments mais que le GTP est plutôt présent pour stabiliser les 

dimères au niveau du complexe de septines (Sirajuddin et al., 2009). Plus récemment, une 

étude a montré qu’une mutation au niveau du domaine GTP de SEPT7 crucial pour sa 

dimérisation présente une activité GTPase plus importante que la SEPT7 sauvage, montrant 

que la dimérisation des septines empêche l’hydrolyse du GTP (Zent and Wittinghofer, 2014). 

 

I.VI.B La membrane plasmique et les phosphoinositides 

 

L’observation de cellules de levures et de champignons filamenteux par microscopie TIRF 

(Total Internal Reflection Fluorescence) montre que les septines se trouvent en hétéro-

octamères ou hétéro-hexamères dans le cytoplasme et ne forment des filaments que lorsqu’ils 

diffusent au niveau de la membrane plasmique et ceci par un mécanisme appelé ‘annealing’ 

(Bridges et al., 2014). Les septines purifiées, même quand elles ne forment qu’un seul 

oligomère reconnaissent les courbures des membranes (Bridges et al., 2016 ; Cannon et al., 

2019) (Figure 25) et ceci grâce à une hélice amphipatique se trouvant dans le domaine C-

terminal de la septine des levures Cdc12 (Cannon et al., 2019), et qui se trouvent aussi au 

niveau des septines humaines (Omrane et al., 2019). Plusieurs études montrent que les 

septines sont sensibles aux courbures de la membrane et qu’elles possèdent plus d’affinité 

aux courbures positives (Bridges et al., 2016 ; Cannon et al., 2019). Une étude de (Beber et al., 

2019) montrent que les septines des levures se lient à des courbures positives et négatives de 

la membrane mais s’y organisent différemment. Les septines prennent la forme de la courbure 

négative alors que sur les courbures positives, les septines restent linéaires. La polymérisation 

des septines est intensifiée en présence d’une monocouche de lipides contenant du 

phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP2) ou du phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate 

(PIP3) (Bertin et al., 2010 ; Bridges et al., 2016).  
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Figure 25: Les septines reconnaissent des courbures de la membrane plasmique de l'ordre 
du micron 

Les septines jouent le rôle de barrière de diffusion au niveau de la membrane plasmique et les 

organelles adjacentes telles que le réticulum endoplasmique chez S cerevisiae. TM= transmembrane 

protein, ER= Endoplasmic Reticulum  

(Bridges and Gladfelter, 2015) 

 

La régulation de la dynamique des filaments de septines peut impliquer des modifications 

post-traductionnelles, telles que la phosphorylation, la sumoylation, l’acétylation ou 

l’ubiquitination (Hernández-Rodríguez and Momany, 2012 ; Alonso et al., 2015). Elles ont été 

majoritairement décrites chez des levures et des champignons filamenteux (Sinha et al., 2007 

; Garcia et al., 2011 ; Meseroll et al., 2013). La sumoylation observée chez les levures et les 

mammifères, est une modification post-traductionnelle qui contrôle le désassemblage des 

filaments de septines (Johnson and Blobel, 1999 ; Ribet et al., 2017). La phosphorylation 

possède un rôle similaire chez la levure (Tang and Reed, 2002 ; Versele and Thorner, 2004). 

De plus, chez la levure, l’acétylation régule l’association des septines en des structures d’ordre 

supérieur ainsi que leur stabilisation (Mitchell et al., 2011). L’ubiquitination conduit à la 

dégradation des septines, et son absence dans le cas de SEPT4 engendre l’accumulation de 

cette dernière, contribuant à la maladie de Parkinson (Ageta-Ishihara et al., 2013b).  

I.VI.C Auto-régulation 
 

L’association des septines en filaments et structures d’ordre supérieur nécessite des septines 

intactes. L’acide aminé Q4 (Glutamine) de SEPT2 ainsi que différentes mutations au niveau 

des interfaces NC et G empêchent l’association de cette septine en complexes (Kim et al., 

2012).  De plus, chez la levure, la présence de la septine Shs1 est nécessaire pour la formation 

des anneaux durant le bourgeonnement. En absence de cette septine, ou bien en cas de 

mutation, les anneaux sont anormaux (Garcia et al., 2011). 



62 
 

I.VI.D Les protéines associées aux septines  

 

Plusieurs protéines sont connues pour leurs interactions avec les septines à différentes étapes 

du cycle cellulaire. Parmi ces protéines, se trouve Bin5 qui se dimérise et régule l’organisation 

des filaments de septines suite à son association avec Cdc11 chez la levure (Patasi et al., 2015 ; 

Booth et al., 2016). Plusieurs kinases telles que Gin4 sont aussi connues pour réguler 

l’association des septines en des structures d’ordre supérieur (Hernández-Rodríguez and 

Momany, 2012). Les protéines BORG sont des protéines effectrices de Cdc42 qui par leur 

domaine BD3 (Borg homology domain 3) se lient aux septines à l’interface ‘coiled-coil’ de 

l’hétérodimère SEPT6-SEPT7 (Joberty et al., 2001 ; Sheffield et al., 2003). Alors que BORG2 

relie les septines à l’actine en interphase (Calvo et al., 2015), la formation et le recrutement 

des filaments de septines pendant la division cellulaire dépend de la protéine adaptatrice 

anilline, sans qui les septines diffusent dans le cytoplasme dans les cellules NIH3T3 (Kinoshita 

et al., 2002) ; chez la levure (Eluère et al., 2012) et chez la drosophile (El Amine et al., 2013). 

L’anilline se trouve dans la majorité des cellules en interphase au niveau du noyau (Kinoshita 

et al., 2002), mais cependant elle joue un rôle important dans le recrutement des septines à 

la myéline dans les oligodendrocytes post-mitotiques (Erwig et al., 2019).  

I.VI.E Septines, actine et microtubules 

 

En absence de liaison à l’actine via l‘anilline, les septines restent diffuses dans le cytoplasme 

des cellules NIH3T3 (Kinoshita et al., 2002). De plus, in-vitro, les septines ne forment des 

filaments qu’en présence d’anilline les liant à l’actine. Ces résultats montrent que les septines 

forment des filaments en utilisant les fibres d’actine comme point d’ancrage grâce à leurs 

adaptateurs, qui sont des protéines d’association à l’actine (anilline, myosine II et les protéines 

BORGs) (Kinoshita et al., 2002 ; Joo et al., 2007 ; Calvo et al., 2015). Chez les mammifères, en 

interphase, quand les microfilaments d’actine sont dépolymérisés par la cytochalasine D, les 

septines sont retrouvées sous forme d’anneaux de taille constante (Kinoshita et al., 2002) 

(Figure 26). D’une taille et d’une organisation complètement différentes des anneaux de 

septines observés lors de la cytocinèse, ces anneaux intégrant de la myosine II diffusent 

librement dans le cytoplasme et ne sont associés à aucun élément du cytosquelette (Joo et 

al., 2007).  
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Figure 26: La formation d'anneaux de septines après dépolymérisation de l'actine par la 
cytochalasine D dans les fibroblastes NIH3T3 

(A) Coalignement des filaments de septines (en vert) avec l’actine (en rouge) dans les cellules 

NIH3T3 non traitées (B) Formation des anneaux de septines (en vert) après 30 min de 

traitement par la cytochalasine D 

(Kinoshita et al., 2002) 

Le rôle des MTs dans la formation des filaments de septines n’est pas encore connu. 

Néanmoins, lorsque les septines sont localisées sur les MTs, leur organisation en filaments est 

perdue après dépolymérisation des MTs par le nocodazole (Surka et al., 2002 ; Nagata et al., 

2003 ; Martínez et al., 2006) (Figure 27). Aussi, la stabilité des disques de septines localisés sur 

les MTs circulaires dans les cellules non adhérentes K562 dépend de la présence des MTs 

puisque la dépolymérisation de ces derniers par le nocodazole ou le froid mène à la perte de 

ces disques de septines (Sellin et al., 2011). Cependant, aucune étude n’a jamais montré un 

effet de la dépolymérisation des MTs sur les septines lorsqu’elles colocalisent avec les 

microfilaments d’actine, comme nous le décrirons dans la dernière partie des résultats de 

cette thèse.   

 



64 
 

 

Figure 27: Effet de la dépolymérisation de l'actine ou des microtubules sur l’organisation 
des septines contenant MSF-A (SEPT9) dans les cellules HMEC où elles sont localisées 

majoritairement sur les MTs dans des conditions basales 

La dépolymérisation de l’actine résulte d’une exposition de 15 minutes à 5 μM de cytochalasine B (C–

F). La dépolymérisation des MTs résulte d’une exposition de 100 minutes à 37 °C à 10 ng/ml 

demecolcine (Demecol.) (G-J). La cytochalasine B et la demecolcine ont effectivement dépolymériser 

l’actine et la tubuline respectivement (A-D, G et H). Les cellules traitées avec la cytochalasine B ont 

été marquées pour MSF-A (E) et l’actine (F). Les cellules traitées avec de la demecolcine ont été 

marquées pour MSF-A (I) et tubuline (J).  

(Nagata et al., 2003) 

 

I.VI.F La GTPase Cdc42 
 

In vivo, l’assemblage des septines dans certains évènement cellulaires est régulé par des 

GTPases telles que Cdc42. Cdc42 appartient à la famille des petites GTPases et est connue 

pour réguler l’organisation des membres du cytosquelette et du trafic membranaire dans des 

processus physiologiques tels que la prolifération cellulaire, la motilité et la cytocinèse 

(Etienne-Manneville, 2004). En réponse à des signaux externes, l’activation de Cdc42 est 

régulée par des GEFs (Guanine Nucleotide Exchange Factors) qui permettent le passage du 

Cdc42-GDP inactif en Cdc42-GTP actif (Cerione and Zheng, 1996). La liaison de la GEF avec la 

forme inactive de Cdc42 déstabilise le complexe GDP-Cdc42 permettant ainsi au GTP de 
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remplacer le GDP. La faible affinité de liaison à Cdc42 permet à la GEF de se dissocier de la 

protéine une fois qu’elle est activée. Contrairement à l’effet de la GEF, les GAPs (GTPase 

Activating Proteins) initient l’hydrolyse du GTP associé au Cdc42, le rendant ainsi inactif (Sinha 

and Yang, 2008) (Figure 28). 

 

Figure 28: Le cycle d’activation et d’inactivation de Cdc42 

En réponse à un stimuli externe, les GEFs (Guanine Nucleotide Exchange Factors) se lient à Cdc42 

inactif (Cdc42-GDP) ce qui déstabilise la liaison du Cdc42 au GDP. Le GTP abondant dans le cytosol 

remplace GDP au niveau de Cdc42. Les GEFs ayant une faible affinité au Cdc42 actif (Cdc42-GTP), se 

détachent. Le Cdc42 actif interagit avec ses effecteurs pour générer des effets cellulaires. Les GAPs 

(GTPase Activating Proteins)  favorisent l’hydrolyse du GTP de Cdc42, ramenant ainsi le Cdc42 à son 

était inactif. 

(Sinha and Yang, 2008) 

 

Des études montrent que Cdc42 régule négativement la polymérisation des septines dans les 

cellules de mammifères. En effet, dans le spermatozoïde de souris, la localisation de Cdc42 au 

cours de la spermiogenèse est similaire à celle de SEPT12 (Huang et al., 2018). La surexpression 

de SEPT12 ainsi que de Cdc42 sauvage ou de la forme constitutivement active de Cdc42 

(Cdc42-Q61L) dans les cellules 293T diminue la forme polymérisée circulaire attendue des 

septines et favorise la formation de spots de septines (Huang et al., 2018). L’effet de Cdc42 

sur les septines se fait via ses protéines effectrices. Cdc42 régule négativement l’association 

de ses protéines effectrices BORG aux septines, inhibant ainsi leur polymérisation (Joberty et 

al., 2001 ; Sheffield et al., 2003).   
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D’autres études démontrent que c’est l’équilibre entre les formes active et inactive de Cdc42 

qui est nécessaire pour remplir les fonctions de régulation de l’organisation des septines. 

L’étude de (Nölke et al., 2016) montre que les protrusions membranaires microtubulaires 

formées par les cellules Caco-2 d’adénocarcinome de colon infectées par la bactérie 

Clostridium difficile sont dépendantes des septines. Avant et durant la formation de ces 

protrusions, Cdc42 est activé. Ce n’est en fait que l’activation persistante de Cdc42 qui 

transforment les septines sous forme de chevrons en anneaux ce qui inhibe la formation de 

protrusions.  

L’importance de cet équilibre entre les formes active et inactive de Cdc42 sur la localisation 

des septines a été montrée dans la levure Saccharomyces cerevisiae. L’état d’activation de 

Cdc42 est essentiel pour le recrutement des septines au niveau du site de bourgeonnement 

(Iwase et al., 2006 ; Gladfelter et al., 2002). Ce recrutement implique non seulement Cdc42 

mais sa protéine effectrice Gic1 qui est considérée comme l’homologue fonctionnelle des 

protéines BORG humaines (Sadian et al., 2013) (Figure 29). Les auteurs proposent que Cdc42 

inactif se lie physiquement à la septine de levure Cdc10 et recrute les septines au site de 

bourgeonnement. L’activation de Cdc42 par sa GEF induit alors son détachement des septines 

et le recrutement de Gic1 au site de bourgeonnement. Gic1 stabilise les filaments de septines 

et crée alors des complexes Septines-Gic1-Cdc42-GTP. Durant la division cellulaire, le niveau 

de Cdc42-GTP augmente en raison d’une abondance plus grande de sa GEF. Ceci mène à la 

dissociation des septines de Gic1 et la perte des anneaux de septines. L’hydrolyse du GTP de 

Cdc42 en GDP accentue aussi le désassemblage des filaments de septines et ainsi le 

recrutement des septines peut recommencer à un autre site initiant un nouveau 

bourgeonnement.  Ceci montre que la présence de la forme active de Cdc42-GTP est 

nécessaire pour la formation de l’anneau de septines, mais qu’en excès, elle mène à sa 

dissociation (Sadian et al., 2013).  
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Figure 29: Le modèle de recrutement des septines au site de bourgeonnement  

(A)Le Cdc42-GDP (représenté par un rectangle jaune) recrute le complexe de septines au site de 

bourgeonnement (représenté par les bâtonnets orange. Les extrémités vertes représentent la septine 

Cdc11). (B) Au niveau du site de bourgeonnement, Cdc24, une GEF de Cdc42, catalyse l’échange 

nucléotidique de Cdc42 de GDP en GTP (représenté par un rectangle rouge) ce qui recrute l’effecteur 

Gic1 (représenté par un rectangle bleu). (C) Les septines polymérisent. (D) Gic1 oligomérise et stabilise 

les filaments de septines en formant des câbles de septine-Gic1-Cdc42-GTP utilisés pour former 

l’anneau de septines. (E) Cdc42-GTP n’est pas nécessaire pour la stabilité des câbles et après 

hydrolyse du GTP, se dissocie du complexe septines-Gic1. (F) Cdc42-GDP recrute plus de complexes de 

septines au site de bourgeonnement. (G) Pendant la division cellulaire, la concentration locale de 

Cd42-GTP augmente par l’augmentation de l’activation de Cdc24. Ceci mène à la dissociation des 

câbles septines-Gic1-Cdc42-GTP et l’anneau de septines se forme. (H) Après que la GAP de Cdc42 

catalyse l’hydrolyse, Cdc42-GDP se lie aux filaments de septines et les désassemblent en octamères. 

 (Sadian et al., 2013)  

 

Par contre, selon (Okada et al., 2013), les septines sont recrutées au bourgeon des levures non 

pas par la forme inactive Cdc42-GDP comme dans l’étude précédente mais par la forme active 

Cdc42-GTP, présente au niveau de la membrane du bourgeon. L’appétence des septines pour 

le Cdc42 actif induirait leur recrutement au site de bourgeonnement mais aussi celui de GAPs, 

résultant par rétroaction à la production de Cdc42 inactif. Grace à leur capacité à interagir 

avec la membrane plasmique, les microfilaments d’actine et les MTs, les septines jouent 

différents rôles importants dans les cellules en interphase ou en division. Dans la partie 
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suivante, les modes d’action par lesquels les septines participent à différents processus 

cellulaires sont décrits.   

II. Les fonctions des septines  
 

II.I Les modes d’action au niveau moléculaire 
 

II.I.A Barrière de diffusion  
 

Les septines sont capables de maintenir ou de restreindre la présence de protéines dans des 

compartiments membranaires particuliers, et ce lors de différents processus cellulaires. 

Chez la levure  
 

Le rôle des septines comme barrière de diffusion corticale a été découvert lors de la division 

cellulaire asymétrique chez S. cerevisiae, où l’anneau (en fait l’assemblage d’anneaux) de 

septines au niveau du cou du bourgeon empêche la diffusion latérale de protéines 

membranaires spécifiques (Figure 30). Durant le bourgeonnement, lorsque l’anneau de 

septines est intact, la localisation de la protéine Lte1, une GEF (Guanine Exchange Factor), est 

restreinte à la cellule fille. En effet, des mutations perturbant l’anneau de septines permet à 

Lte1 de diffuser vers la cellule mère et d’activer la GTPase TEM1 qui favorise l’arrêt prématuré 

de la division cellulaire (Douglas et al., 2005). De plus, pour améliorer la durée de vie du 

bourgeon, la barrière de septines empêche l’entrée de facteurs de vieillissement qui restent 

dans la cellule mère âgée (Shcheprova et al., 2008). Des études plus récentes montrent que 

l’anneau de septines lors de la division cellulaire est en fait plus proche de la membrane du 

réticulum endoplasmique (RE) que de la membrane plasmique (Bertin et al., 2012) et que les 

septines jouent un rôle de barrière de diffusion pour les protéines du RE (Luedeke et al., 2005) 

comme It2sp restreinte au niveau du bourgeon (Wolf et al., 2012).  

 

 

 



69 
 

 

Figure 30: L'anneaux de septines durant le bourgeonnement de C. albicans durant la 
cytocinèse   

Images prises par microscopie à fluorescence, en observant la fluorescence de Cdc10-GFP. Les cellules 

représentent : (A) la formation d’anneau (B) les septines au niveau du cou entre la cellule mère et la 

cellule fille. (C) La scission de l’anneau. (D) la cytokinèse et le désassemblage de l’anneau. 

(Douglas et al., 2005) 

 

Chez les mammifères 

 

Le rôle des septines comme barrière de diffusion chez les mammifères est décrit lors de la 

cytocinèse (voir plus bas), au niveau de l’annulus du spermatozoïde, ou encore à la base des 

cils ou des épines dendritiques. Le spermatozoïde est constitué de 3 parties, la tête, la partie 

intermédiaire et le flagelle, reliées entre elles par une structure enrichie en septines appelée 

annulus ou espace annulaire (Figure 31). La basigine est une glycoprotéine transmembranaire 

nécessaire pour la spermatogenèse dont la diffusion varie selon le stade. L’absence de SEPT4 

chez la souris mène à la perte de l’annulus et par conséquent à la distribution aléatoire de la 

basigine (Kwitny et al., 2010). 

 

Figure 31: Schéma montrant les différentes parties d’un spermatozoïde 

(Kwitny et al., 2010) 
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Un anneau de septines est également retrouvé à la base des cils primaires et des cils motiles 

(Figure 32), où il joue le rôle de barrière de diffusion. 

 

Figure 32: Schéma d'un cil isolé du cytoplasme grâce à une barrière formée de plusieurs 
composants dont les septines 

(Madhivanan and Aguilar, 2014) 

La déplétion de SEPT2 dans les cellules épithéliales de rein ou dans les fibroblastes d’embryons 

de souris, induit une diffusion des protéines membranaires entre le cil primaire et le reste de 

la membrane cellulaire (Hu et al., 2010). De plus, la déplétion de SEPT2 inhibe le recrutement 

d’un complexe protéique important dans la constitution de la barrière de diffusion du cil 

primaire (Chih et al., 2011).  

Les septines sont également localisées au niveau des épines dendritiques (Figure 33), où elles 

s’associent avec la membrane plasmique.  
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Figure 33: Schéma montrant la présence d'un anneau de septines à la base des épines 
dendritiques 

(Zhang, 2016) 

La SEPT7 est reconnue comme régulant les protéines arrivant aux épines dendritiques (Ewers 

et al., 2014) en formant avec SEPT5 et SEPT11 la barrière de diffusion (Xie et al., 2007).  

II.I.B Echafaudage protéique  

 

Grâce à leur capacité de s’associer à des membranes ou à des éléments du cytosquelette, les 

septines interagissent avec un grand nombre de protéines et ont souvent été décrites comme 

jouant le rôle de protéines d’échafaudage.  

Chez S. cerevisiae, l’anneau contractile au niveau du bourgeon recrute une centaine de 

protéines (Gladfelter et al., 2001 ; McMurray and Thorner, 2009). Quelques-unes de ces 

protéines sont des protéines structurales telles que les chitines synthases Chs3 et Chs4 qui 

s’attachent à l’anneau de septines via Bni4 (Douglas et al., 2005). Leur rôle est de former une 

paroi cellulaire chitineuse pour assurer l’intégrité du cou du bourgeon pendant sa croissance 

(Schmidt et al., 2003). D’autres protéines régulent la direction de l’axe de division des cellules 

telles que Bud3, Bud4 et Axl2/Bud10 (Douglas et al., 2005). Aussi, l’anneau de septines permet 

d’assurer une cytocinèse normale en recrutant des protéines qui bloquent la kinase Swe1 (ou 

Wee1), qui fait partie du point de contrôle en G2 (Douglas et al., 2005).  

Chez les mammifères, en interphase, pendant la neurogenèse, SEPT7 est nécessaire pour la 

liaison de la désacétylase HDAC6 sur la α-tubuline acétylée afin d’exercer sa fonction et 

diminuer la stabilité des MTs nécessaire dans la neurogenèse (Ageta-Ishihara et al., 2013a). 

Notre laboratoire a démontré que la présence des septines sur les MTs recrute la protéine de 
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sauvetage CLIP170 et la kinésine dépolymérisante MCAK afin d’augmenter la dynamique des 

MTs (Froidevaux-Klipfel et al., 2015). 

II.II L’implication des septines dans différents processus cellulaires  

 

II.II A La cytocinèse  
 

La cytocinèse commence durant l’anaphase, quand deux chromatides sœurs migrent vers les 

pôles opposés du fuseau mitotique. La membrane plasmique commence à s’invaginer pour 

qu’un sillon de clivage puisse séparer les deux cellules filles. Le sillon consiste d’un anneau 

contractile formé par l’actine la myosine II ainsi que d’autres protéines d’échafaudages telles 

que l’anilline et les septines. L’anneau à capacité contractile invagine la membrane plasmique 

pour former le sillon de clivage jusqu’à former le pont intracellulaire avec une structure dense 

au centre appelée midbody (Figure 34). L’abscission, nécessite un remodelage de la 

membrane plasmique effectué par ESCRT (Endosomal Sorting Complex Required for Transport 

(ESCRT)) ainsi que le désassemblage des MTs au niveau du midbody (Revue : (Fraschini, 2020)).  
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Figure 34: Les différentes étapes de la cytocinèse chez les mammifères 

(Mierzwa and Gerlich, 2014) 

 

Au niveau de l’invagination de la membrane plasmique des cellules de mammifères, les 

septines forment une structure en forme de sablier qui est plus tard remodelée en doubles 

anneaux durant l’abscission (Kinoshita and Noda, 2001 ; Joo et al., 2005 ; Karasmanis et al., 

2019). L’abscission a lieu en présence du complexe ESCRT (Endocytic Sorting Complex 

Required for Transport) recruté au niveau du midbody. Le recrutement d’ESCRT-I/II vers le 

midbody des cellules en télophase initie l’assemblage d’ESCRT-III en deux anneaux, qui 

s’élargissent en hélices et spirales pour bien délimiter le site de l’abscission (Schuh and 

Audhya, 2014). Le travail de (Karasmanis et al., 2019) montre que SEPT9 en interagissant avec 

une sous-unité d’ESCRT-I guide le bon recrutement et organisation de sous-unités d’ESCRT II 
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et III afin de former les anneaux nécessaires pour l’abscission. Les septines 2, 6, 8, 9 et 11 sont 

localisées au niveau du sillon de clivage en anaphase et au niveau du pont intracellulaire et le 

midbody en télophase. La déplétion de SEPT2 et SEPT11 n’affecte pas la contraction du sillon 

de clivage mais plutôt la localisation de la constriction qui se fait du côté des noyaux des deux 

cellules filles générant ainsi des cellules binucléées. Un phénotype similaire a été observé 

après la déplétion de l’anilline (Echard et al., 2004). La déplétion de SEPT9 augmente la 

présence de cellules multinucléés qui ne présentent aucun défaut dans la séparation de l’ADN, 

la contractilité du sillon de clivage et la formation du midbody. Le défaut était dans l’abscission 

du midbody (Estey et al., 2010). Chez la drosophile, les septines sont nécessaires pour 

maintenir l’ancrage de l’anneau contractile au niveau de la membrane et pour permettre la 

transition de l’anneau contractile au midbody (Founounou et al., 2013). De plus, SEPT2 recrute 

la myosine II vers le sillon de clivage (Joo et al., 2007) et SEPT7 recrute le moteur moléculaire 

CENP-E (Centromere protein E) sur les kinétochores nécessaire pour la bonne ségrégation des 

chromosomes (Zhu et al., 2008).   

Chez S.cerevisiae, la mise en place de la structure en forme de sablier et sa maturation vers 

un double anneau est régulée par la GEF de Cdc42, Bud3 (Kang et al., 2014), et par une 

protéine ressemblant à l’anilline, Bud4 (Wloka et al., 2011). En effet, la forme primaire de la 

structure en forme sablier est formée de filaments circonférentiels de septines ainsi que des 

axiaux orientés le long de l’axe mère-bourgeon (Figure 35, Circumferential septin filaments). 

Lors de la cytocinèse, les filaments axiaux se désassemblent pour se réassembler en filaments 

circonférentiels additionnels (Figure 35, axial septin filament), formant le double anneau. 

Cette transition de la forme en sablier vers le double anneau dépend de Bud3 et Bud4 (Chen 

et al., 2020), ainsi que de la signalisation par MEN (Mitotic Exit Network) (Tamborrini et al., 

2018).  
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Figure 35: La transition des filaments de septines, de la structure en forme de sablier en 
double anneaux chez la levure 

(Piatti, 2020) 

 

II.II.B La régulation de la rigidité corticale  

 

Les septines contribuent à la maintenance et à la régulation de la forme des cellules, ainsi qu’à 

leur motilité (Kremer et al., 2007 ; Tooley et al., 2009 ; Gilden et al., 2012). L’absence de SEPT2 

ou de SEPT11 induit la diminution de la rigidité et de l’élasticité des cellules HeLa (Mostowy et 

al., 2011). L’absence de SEPT7 dans les cellules T amiboïdes de souris induit une absence de 

rigidité cellulaire ainsi que la formation de protrusions supplémentaires, ce qui leur permet 

de passer à travers des ouvertures étroites dans des Transwell® (Tooley et al., 2009) (Figure 

36).  

 

Figure 36: Changement de la conformation cellulaire des cellules T après  
un knockdown de SEPT7 (KD#1) 

Barre d’échelle = 10 µM 

(Tooley et al., 2009) 
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II.II.C Le trafic vésiculaire  
 

L’exocyste est un complexe octamérique responsable de l’acheminement de vésicules 

générées par l’appareil de Golgi à leurs sites cibles dans le système nerveux des mammifères 

(TerBush et al., 1996). Les septines (SEPT2, SEPT4, SEPT6 et SEPT7) du cerveau de rat co-

immunoprécipitent avec Sec8, un composant de l’exocyste (Hsu et al., 1998). De plus, dans les 

cellules épithéliales MDCK, SEPT2 colocalise avec des faisceaux de MTs polyglutamylés et est 

nécessaire pour le transport des vésicules de l’appareil de Golgi vers la membrane plasmique 

(Spiliotis et al., 2008). Les septines forment aussi un complexe avec la syntaxine, une protéine 

membranaire impliquée dans l’exocytose. Grâce à ce partenaire, les septines régulent 

l’exocytose et empêchent des évènements de fusion non voulus (Yang et al., 2010).  

II.II.D Stabilisation de protéines  
 

Les septines sont capables, par l’interaction avec certaines protéines de les stabiliser et 

d’éviter leur dégradation. En effet, SEPT9 diminue la dégradation dépendante de 

l’ubiquitination de plusieurs protéines membranaires telles que EGFR (Epidermal Growth 

Factor Receptor) en inhibant la liaison de la protéine CIN85 à l’ubiquitine ligase CBL 

(Diesenberg et al., 2015), et Erb2 (Marcus et al., 2016). SEPT9 stabilise aussi d’autres protéines 

de signalisation comme JNK ce qui mène à une augmentation de la prolifération (Gonzalez et 

al., 2009) et participe à la translocation nucléaire de HIF-1α impliquée dans l’angiogenèse 

(Amir et al., 2009).  

II.II.E La migration cellulaire  

 

En interagissant avec les autres membres du cytosquelette (Interaction détaillée dans la partie 

suivante), les septines jouent un rôle dans la migration cellulaire.  

La déplétion de SEPT2 ou de SEPT7 inhibe la migration cellulaire des cellules du cancer du sein 

MDA-MB 231 (Zhang et al., 2016). La migration des cellules de cancer du sein, MCF-7 et MDA-

MB 231, est aussi accentuée par la surexpression de SEPT9 (Connolly et al., 2011). SEPT9 

contribue à la migration cellulaire en augmentant la capacité de la cellule à dégrader la matrice 

extracellulaire en sécrétant des protéases MMP (Matrix Metallo Protease) dans le milieu de 

culture (Marcus et al., 2019). De plus, SEPT9 est surexprimée dans les cellules du rein qui 
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subissent la transition épithélio-mésenchymateuse, et est retrouvée associée avec les fibres 

de stress au niveau du front de migration de ces cellules (Dolat et al., 2014b).  

De plus, l’absence de SEPT14 ou de SEPT4 inhibe la migration des neurones corticaux (Shinoda 

et al., 2010). Dans C. elegans, des mutations dans les gènes unc-59 et unc-61 codant pour des 

membres de la famille des septines affecte la migration des neuroblastes post-embryoniques 

(Finger et al., 2003).  

II.III L’interrelation avec les autres membres du cytosquelette  
 

II.III.A Septines et Actine  
 

Depuis leur découverte, les septines sont connues pour être majoritairement liées à l’actine 

dans les cellules de mammifères en interphase. La localisation de SEPT2, SEPT4, SEPT6, SEPT7 

et SEPT9 a été détectée au niveau de l’actine dans plusieurs études (Joberty et al., 2001), 

(Kinoshita et al., 1997 ; Xie et al., 1999 ; Surka et al., 2002). On les retrouve principalement au 

niveau des fibres de stress (Hanai et al., 2004 ; Joo et al., 2007 ; Kremer et al., 2007 ; Dolat et 

al., 2014b ; Calvo et al., 2015)   et, dans quelques cas, au niveau des lamellipodes et 

pseudopodes (Xie et al., 1999 ; Shankar et al., 2010 ; Mizutani et al., 2013). Les septines ne 

décorent qu’une partie des fibres de stress, puisqu’elles ne recouvrent pas la totalité de la 

longueur (Kinoshita et al., 2002 ; Joo et al., 2007 ; Targa et al., 2019) (Figure 37), et possèdent 

des préférences pour les fibres de stress de type ventral et pour les arcs transversaux pendant 

la migration (Hanai et al., 2004 ; Joo et al., 2007 ; Dolat et al., 2014b ; Calvo et al., 2015). 

L’absence d’interaction des septines avec les fibres de stress induit la perte de ces dernières 

(Joo et al., 2007), et inversement, en absence d’actine, les septines forment des anneaux (à 

ne pas confondre avec ceux formés lors de la mitose) qui diffusent librement dans le 

cytoplasme. 
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Figure 37: Colocalisation des filaments de septines et d’actine dans les cellules HHL16 en 
interphase 

Il est à noter que les septines ne sont jamais présentes aux extrémités des fibres de stress. Barre 
d’échelle : 10 µm 

(Targa et al., 2019) 

En interphase, les septines se lient à l’actine par la myosine II (Joo et al., 2007 ; Mostowy et 

al., 2010). BORG2, une protéine effectrice de Cdc42, joue aussi le rôle de lien entre les 

filaments de septines et les fibres d’actine en interphase (Calvo et al., 2015). Des études 

récentes faites in vitro montrent que les septines peuvent également interagir directement 

avec l’actine. En effet, des expériences de cosédimentation chez la drosophile montre que les 

septines de cette espèce interagissent avec l’actine, avec des affinités comparables aux 

protéines déjà connues pour lier l’actine. De plus, la polymérisation in vitro de l’actine en 

présence du complexe humain SEPT2-SEPT6-SEPT7 induit la formation de microfilaments 

d’actine, qui sont recouverts par endroits par les septines (Mavrakis et al., 2014). L’équipe de 

(Smith et al., 2015) montre que SEPT9_i1 peut se lier directement à l’actine par son domaine 

N-terminal et ainsi rentrer en compétition avec d’autres protéines liant l’actine telles que la 

cofiline ou la myosine V. Les septines ont donc un effet sur l’organisation de l’actine, soit par 

leur liaison directe, soit par leur liaison à des protéines associées.  

Les septines jouent un rôle important dans l’organisation et le fonctionnement des fibres de 

stress. En effet, une déplétion de septines mène à la perte de ces fibres (Mostowy et al., 2011 ; 

Calvo et al., 2015 ; Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Farrugia et al., 2020). Les septines sont aussi 

impliquées dans la maintenance d’un réseau d’actine périnucléaire. Sur le côté ventral du 
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noyau, les septines forment un réseau dense de filaments qui colocalisent avec l’actine (Calvo 

et al., 2015 ; Kinoshita et al., 2002). 

 Le rôle des septines au niveau des lamellipodes et pseudopodes n’est pas encore bien connu. 

Au niveau des lamellipodes, SEPT1 et SEPT5 participent à la migration des cellules de 

carcinome (Mizutani et al., 2013). Dans l’axone des neurones sensoriels, SEPT6 et SEPT7 se 

trouvent au niveau des filopodes et induisent la polymérisation de l’actine au niveau de cette 

structure (Hu et al., 2012). 

Dans les cellules en mitose, les septines ont été localisées au niveau du sillon de clivage et au 

niveau de l’anneau contractile constitué de faisceaux d’actomyosine (Kinoshita et al., 1997 ; 

Kinoshita and Noda, 2001 ; Joo et al., 2007 ; Estey et al., 2010). Durant la cytocinèse, c’est 

l’anilline qui connecte les septines à l’actine (Kinoshita et al., 1997 ; Kinoshita et al., 2002). La 

perturbation des filaments de septines par l’expression de la forme mutée d’anilline au niveau 

du C-ter dans la région de liaison aux septines mène à la perte des fibres de stress (Kinoshita 

et al., 1997 ; Kinoshita et al., 2002), accentuant le rôle de la liaison des septines à l’actine dans 

le maintien du réseau d’actine. Durant la division cellulaire, les septines jouent un rôle 

important dans l’organisation et le positionnement de l’anneau d’actomyosine : Chez la 

drosophile, les septines regroupent les filaments d’actine en anneau (Mavrakis et al., 2014). 

De plus, le knockdown de SEPT2, SEPT7 ou SEPT11 perturbe l’ingression du sillon de clivage 

qui est incapable de se fermer complètement (Joo et al., 2007 ; Spiliotis et al., 2005 ; Estey et 

al., 2010). Les septines ont été également localisées sous forme de doubles anneaux durant 

l’abscission, flanquant le centre du midbody en cours de développement. Elles jouent un rôle 

important dans le recrutement de la machinerie ESCRT. En effet, les septines délimitent le site 

de l’assemblage d’ESCRT-III en des anneaux.  Les septines se désassemblent avant que les 

anneaux d’ESCRT-III s’élargissent en hélices et spirales (Karasmanis et al., 2019).  

II.III.B Septines et Microtubules  
 

Les septines sont capables d’interagir avec les MTs dans différentes lignées cellulaires de 

mammifères à différents moments du cycle cellulaire. En interphase, SEPT2 colocalise avec les 

MTs stables de MDCK (Spiliotis et al., 2008). Il en est de même pour SEPT9 (Surka et al., 2002 ; 

Nagata et al., 2003), et SEPT11 (Hanai et al., 2004) dans les cellules HMEC et HeLa. De plus, 
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SEPT2, SEPT3, SEPT6, SEPT9 et SEPT11 interagissent avec les MTs des extraits du cerveau de 

rat (Sakamoto et al., 2008).  

Chez les MDCK, l’association des septines avec les MTs est restreinte à des régions 

particulières, telles qu’aux alentours du noyau et en périphérie cellulaire (Spiliotis, 2010) 

(Figure 38). Les filaments de septines en région périnucléaire sont longs et épais et 

colocalisent avec des faisceaux de MTs, alors que les filaments de septines en périphérie de 

cellule sont plus courts et moins épais et colocalisent avec les extrémités des MTs (Bowen et 

al., 2011). Les filaments de septines semblent avoir une préférence pour les MTs organisés en 

faisceaux, et un traitement avec du paclitaxel, un agent anticancéreux dont le mécanisme est 

d’induire la mort cellulaire par la stabilisation des MTs, augmente le recrutement des 

filaments de septines sur ces bundles (Bowen et al., 2011). Cette idée a été confirmée par 

l’étude de (Sellin et al., 2012) qui montre que, dans les cellules non-adhérentes K562, les 

septines endogènes ne précipitent avec les MTs que si les cellules ont été préalablement 

traitées par du paclitaxel, illustrant aussi l’affinité des septines pour les bundles de MTs.  

 

Figure 38: Coalignement des septines des cellules MDCK avec les microtubules en 
interphase (A) et en mitose (B) 

 

Images par microscopie confocale. Barre d’échelle = 5 µM 

(Spiliotis, 2010) 

Les filaments de septines ont aussi été observés au niveau des MTs nucléés par l’appareil de 

Golgi dans les cellules MDCK (Spiliotis et al., 2008) (Figure 39).  

 

Figure 39: Colocalization des septines chez les MDCK avec les MTs nucléés par l’appareil de 
Golgi, détecté par la protéine résidente Furine 

Images confocales rendues en 3D. Barre d’échelle = 5 µM 

(Spiliotis et al., 2008) 
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Durant la mitose, SEPT2 et SEPT6 se trouvent au niveau du fuseau mitotique des cellules HeLa 

et MDCK (Spiliotis et al., 2005) et SEPT9 a été retrouvée au niveau du fuseau mitotique des 

cellules HMEC et HeLa (Surka et al., 2002 ; Nagata et al., 2003). De plus, les septines ont été 

également localisées au niveau de segments de microtubules distaux par rapport au midbody 

(Karasmanis et al., 2019). 

L’interaction entre septines et MTs n’est pas encore bien connue. Il a été montré que SEPT9_i3 

interagit directement avec les MTs via la région centrale de la protéine qui contient le domaine 

de liaison au GTP (Nagata et al., 2003). L’interaction de SEPT9 avec les MTs, également par le 

domaine de liaison au GTP, a aussi été prouvé in vitro (Nakos et al., 2019b). Même si les 

septines endogènes des cellules K562 ne précipitent avec les MTs que suite à un traitement 

par du paclitaxel, une interaction entre septines et MTs peut avoir lieu en absence de 

paclitaxel, et dépend du domaine N-terminal de SEPT9.  En effet, cette association n’a lieu que 

si l’isoforme abondante de SEPT9 est l’isoforme longue, la SEPT9_i1 et non pas les isoformes 

courtes telles que SEPT9_i4 et SEPT9_i5, qui possèdent un court domaine N-terminal (Sellin 

et al., 2012). L’étude de l’interaction de SEPT9 avec les MTs dans des cas d’amyotrophie 

névralgique héréditaire montre que le domaine N-ter de SEPT9 contient des motifs répétés 

K/R-x-x-E/D et R/K-R-x-E, qui se lient aux queues C-ter acides de β-tubuline (Bai et al., 2013). 

Ces charges positives des isoformes longues de SEPT9 seraient attirées par les charges 

négatives en partie C-terminale des MTs, (Spiliotis et al., 2008 ; Froidevaux-Klipfel et al., 2015). 

Le complexe de septines 2/6/7 présente une légère préférence pour la tubuline-GTP et rentre 

en compétition avec EB1 (End-Binding protein 1) pour la liaison aux MTs GTPγS stabilisés 

(Nakos et al., 2019a). 

La modulation d’expression (surexpression ou inhibition) des septines affectent la dynamique 

des MTs et leurs modifications post-traductionnelles. Les MTs des cellules HeLa dépourvues 

de SEPT7 résistent à la dépolymérisation par le nocodazole en raison de l’accumulation de 

tubulines acétylées (marqueur de la stabilité des MTs) (Kremer et al., 2005 ; Janke and 

Montagnac, 2017). La même observation a été faite quand SEPT9_i3 est inhibée (Nagata et 

al., 2003). Par contre, la surexpression de SEPT9_i4 induit une résistance des MTs à la 

stabilisation par le paclitaxel (Chacko et al., 2012).  Une étude récente de (Nakos et al., 2019b) 

montre que, in vitro, des concentrations de SEPT9 de l’ordre du micromolaire inhibent le 
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phénomène de catastrophe des MTs et favorisent la croissance des bouts plus. SEPT9 recrute 

de la tubuline soluble sur la lattice du MT grâce à son domaine de liaison au GTP. Cette même 

équipe montre qu’alors, de faibles concentrations du complexe SETP2/6/7 favorisent la 

croissance des MTs (Bowen et al., 2011), de plus fortes concentrations, en régulant 

l’association de la protéine EB1 aux MTs, induisent au contraire des événements de pause 

(Nakos et al., 2019a). Les cellules de cancer du sein MDA-MB 231 rendues résistantes au 

paclitaxel présentent une surexpression des septines 2, 7, 8, 9 (plus spécifiquement SEPT9_i1) 

et 11, ce qui permet de maintenir une dynamique microtubulaire et ainsi de contrecarrer 

l’effet stabilisateur du paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 2015). Une résistance au paclitaxel 

en lien avec une surexpression de SEPT9_i1 a aussi été observée par (Amir and Mabjeesh, 

2007). La surexpression des septines dont obligatoirement celle de SEPT9_i1, surtout si elle 

est associée à celle des enzymes responsables de la polyglutamylation des MTs, induit une 

résistance au paclitaxel dans différentes lignées cellulaires sensibles (Targa et al., 2019).  

L’effet des septines sur la dynamique microtubulaire est aussi dû à leurs interactions avec les 

protéines associées aux MTs (MAPs). Selon (Kremer et al., 2005), SEPT2 peut affecter la 

dynamique des MTs de par son interaction avec MAP4, une protéine associée stabilisatrice 

des MTs. En effet, le monomère de SEPT2 ou SEPT2 au sein du complexe SEPT2/6/7 est 

capable de se lier à MAP4 empêchant ainsi sa liaison aux MTs et donc diminuant la stabilité 

de ces derniers. Mais selon (Spiliotis et al., 2008), les septines s’associent plutôt aux MTs et 

entrent en compétition avec MAP4 pour un même site de liaison. Dans les enchevêtrements 

neurofibrillaires, les septines colocalisent avec une autre MAP stabilisatrice, la protéine tau et 

une interaction entre les septines et tau a été proposée (Kinoshita et al., 1998). 

Les études au laboratoire de (Froidevaux-Klipfel et al., 2015) puis de (Targa et al., 2019) 

montrent que le recrutement des septines sur les MTs suite à un traitement au long cours ou 

en aigu par du paclitaxel aide au  maintien d’une dynamique microtubulaire en recrutant des 

MAPs telles que le facteur de sauvetage CLIP-170 et la kinésine dépolymérisante MCAK 

permettant ainsi de résister à l’effet stabilisateur du paclitaxel.  

Les septines sont capables d’interagir avec des moteurs moléculaires marchant sur le MT. 

L’interaction de SEPT2 avec la kinésine 7, en métaphase, en est un exemple. Cette interaction 

aide à la motilité de la kinésine 7 sur les MTs pour le bon alignement et la bonne ségrégation 

des chromosomes (Spiliotis et al., 2005). Le complexe SEPT2/6/7 se lie à la kinésine 7 par le 
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domaine C-ter de SEPT7 (Zhu et al., 2008). De plus, la présence de SEPT2 dans les épithéliums 

polarisants est nécessaire pour le transport des vésicules provenant de l’appareil de Golgi vers 

la membrane plasmique, sans qu’une kinésine particulière ait été impliquée (Spiliotis et al., 

2008).  

III. Septines et pathologies  
 

En raison de leur implication dans une large variété de processus cellulaires, un nombre 

grandissant d’études montre que les septines jouent un rôle dans le développement et la 

physiologie de certains tissus et organes (Dolat et al., 2014a), Une aberration de leur 

expression, de leur interaction avec des partenaires, ou de leur localisation subcellulaire dans 

certains tissus contribuera au développement de pathologies humaines, telles, par exemple, 

les maladies neurodégénératives ou les cancers. 

 

III.I Les maladies neurodégénératives  

 

Le bon fonctionnement d’un système nerveux requiert la formation d’un réseau interconnecté 

ainsi, pendant le développement, les neurones forment des contacts synaptiques avec 

plusieurs cibles via le branchement de leurs axones (Revue : (Armijo-Weingart and Gallo, 

2017)). Les branchements peuvent se former de la division du cône de croissance (Sainath and 

Granato, 2013) ou en émergent des filopodes et lamellipodes se trouvant le long de l’axone, 

indépendamment du cône de croissance, ce qui est appelé :  les branchements collatéraux des 

axones (Armijo-Weingart and Gallo, 2017). Les septines se trouvent à la base de ces 

branchements et contrôlent via leur interaction avec l’actine et les MTs leur initiation et 

maturation (Hu et al., 2012) (Figure 40).  
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Figure 40: Schéma représentant les évènements et les régulateurs impliqués dans les 
branchements collatéraux des axones 

(Armijo-Weingart and Gallo, 2017) 

SEPT6, accentue la transition des patchs de F-actine (Figure 40.B) en filopodes en augmentant 

le recrutement de cortactine, une protéine activatrice de la polymérisation de l’actine par 

Arp2/3 (Hu et al., 2012) (Figure 40.C). SEPT7 est responsable de l’entrée des MTs dans le 

branchement (Figure 40.D). Ainsi, une perturbation au niveau des septines engendrerait des 

problèmes dans l’initiation et la maturation des branchements collatéraux axonaux et donc le 

bon fonctionnement du système nerveux.  

Les septines jouent également un rôle dans l’arborisation dendritique. Elles se trouvent au 

niveau de la base des épines dendritiques neuronales afin d’exercer leur rôle de barrière de 

diffusion (Caudron and Barral, 2009).  La déplétion de SEPT6, 7 ou 11 induit une diminution de 

l’arborisation dendritique ainsi que sa morphologie (Tada et al., 2007 ; Xie et al., 2007 ; Cho et 

al., 2011).  

Pendant la corticogenèse, les neurones post-mitotiques générés au niveau de la zone 

ventriculaire migrent vers les couches superficielles du cortex. L’absence de SEPT14 ou de 

SEPT4, qui normalement sont fortement exprimées dans le cortex en développement, ainsi 
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que l’absence d’interaction entre eux, inhibe la migration neuronale vers les couches 

superficielles du cortex (Shinoda et al., 2010). La perturbation de la migration de ces neurones 

a été observée dans plusieurs maladies telles que le retard mental et l’épilepsie (Clark, 2002).   

Les septines sont également impliquées dans les synapses chimiques à différents moments. 

Elle peuvent se trouver au niveau de la fente présynaptique (Tsang et al., 2011), être 

impliquées dans la fusion de la vésicule synaptique : SEPT8 participe à la formation du 

complexe SNARE (soluble N-ethylmaleimide-sensitive factor attachment protein receptor) (Ito 

et al., 2009) ; ou même inhiber la fusion synaptique :  SEPT5 et SEP7 inhibent la formation du 

complexe SNARE (Beites et al., 2005 ; Wasik et al., 2012).  

Vu leurs différents rôles dans le fonctionnement du système nerveux ; les dérégulations des 

septines ont été détectées dans différentes maladies neurodégénératives telles que la 

schizophrénie (Pennington et al., 2008), les maladies d’Alzheimer (Takehashi et al., 2004) ; et 

de parkinson (Ageta-Ishihara et al., 2013b). 

III.II Infection virale/bactérienne  
 

Le virus de la vaccine est la cause de la maladie infectieuse des bovidés et des équidés, utilisé 

dans les vaccins pour immuniser contre la variole (Walsh and Dolin, 2011). Une fois dans la 

cellule, le virus répliqué s’enveloppe par deux membranes (IEV=intracellular enveloped virus) 

(Figure 41) et est transporté vers la membrane plasmique par la kinesine-1 (Leite and Way, 

2015). A la surface cellulaire, l’enveloppe externe du IEV fusionne avec la membrane 

plasmique (Arakawa et al., 2007) afin de libérer le virus. Cependant, pas tous les virus ne sont 

libérés et quelques-uns restent attachés à la membrane plasmique : un phénotype nommé 

CEV (cell-associated enveloped virus) (Leite and Way, 2015) (Figure 41). A ce moment, les 

septines sont recrutées au CEV afin de former une barrière et inhiber la dissémination du virus 

vers les cellules adjacentes. En effet, une déplétion de SEPT2, SEPT7, SEPT9 ou SEPT11 

augmente la dissémination du virus (Pfanzelter et al., 2018). Afin de s’en débarrasser, le virus 

active une voie de signalisation induisant la polymérisation de l’actine nécessaire pour sa 

dissémination.  Les tyrosines kinases Src/Abl phosphorylent la protéine virale 

transmembranaire A36 au niveau des résidus tyrosine 112 et tyrosine 132. Ceci recrute NCK 1 

et 2, WIP et N-WASP ainsi que Grb2 pour stabiliser ces dernières afin d’induire la 

polymérisation de l’actine dépendante d’Arp2/3, formine et dynamine. NCK, est nécessaire et 
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suffisante pour détacher les septines en recrutant dynamine et formine pour la polymérisation 

de l’actine (Pfanzelter et al., 2018).  

 

Figure 41: Le rôle des septines dans la prévention de la dissémination du virus de la vaccine 

Pendant la sortie du virus (IEV= Intracellular Envelopped Virus), les septines sont recrutées vers ce 

dernier immédiatement après sa fusion avec la membrane plasmique (CEV= Cell-associated 

Envelopped Virus). Les septines forment des structures qui ressemblent aux anneaux pour piéger les 

virus et induire la polymérisation de l’actine. Dynamine, recrutée par Nck ainsi que la polymérisation 

de l’actine médiée par formine détachent les septines du virus.  

(Van Ngo and Mostowy, 2019) 

Les septines, en formant une cage, empêche la division cellulaire de la bactérie Shigella 

flexneri responsable de la maladie endémique de Shigellose. Les septines reconnaissent les 

courbures de bactérie en division généré par un anneau contractile formé par la protéine FtsZ 

et reconnaissent les lipides enrichis à la surface des bactéries en division : les cardiolipines. En 

formant des cages, les septines recrutent la machinerie de l’autophagie et la délivrance des 

lysosomes (Krokowski et al., 2018) (Figure 42).  
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Figure 42: Le rôle des septines dans l'inhibition de la division de la bactérie Shigella flexneri 

Les septines sont recrutées sur des courbures à l’échelle du micromètre se trouvant dans les cellules 

de Shigella en division dans le cytoplasme. Le recrutement des septines est induit par la cardioliphine 

enrichies à ces régions. Les septines s’assemblent sous forme de cages autour de Shigella en cours de 

croissance pour inhiber sa division cellulaire en induisant l’autophagie et la fusion avec le lysosome.  

(Van Ngo and Mostowy, 2019) 

III.III Les cancers  
 

Dans ce travail, nous nous sommes intéressés au rôle des septines dans le cancer, et plus 

précisément dans l’acquisition de la résistance au paclitaxel.  Le niveau d’expression de 

certaines isoformes de septines mais aussi leurs interactions avec d’autres protéines 

partenaires sont autant de facteurs qui ont été retrouvés impliqués dans la dissémination des 

cellules cancéreuses. 

III.II.A Implication de septines dans les cancers via leurs partenaires d’interactions 

 

L’oncogène MLL (Mixed Lineage Leukemia) se trouve sur le chromosome 11 et code une 

histone-lysine N-méthyltransférase qui subit plus de 60 translocations donnant naissance à 

différentes protéines de fusion impliquées dans plusieurs types de leucémies. Parmi ces 

translocations se trouvent celles faites avec des chromosomes portant les gènes de la famille 

des septines : SEPT9 (Osaka et al., 1999 ; Kreuziger et al., 2007) SEPT2 (Cerveira et al., 2006 ; 

van Binsbergen et al., 2007), SEPT6 (Borkhardt et al., 2001 ; Ono et al., 2002 ; Slater et al., 

2002 ; Kadkol et al., 2006), ainsi que SEPT5 et SEPT11 (Cerveira et al., 2011). Ces protéines de 
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fusion contribuent à la progression de la leucémie en raison de l’expression de certains gènes 

en lien avec la suractivation de MLL, par un mécanisme certes non encore connu. 

HIF-1α est un facteur de transcription qui, à de faibles niveaux d’oxygène, transloque dans le 

noyau pour activer la transcription de gènes impliqués dans l’angiogenèse. SEPT9_i1 se lie à 

HIF-1α, favorise son activité en accentuant sa translocation nucléaire et le protège de la 

dégradation (Amir et al., 2006) (Amir et al., 2009), (Amir et al., 2010). Ainsi, les septines 

participent à l’entretien des cellules cancéreuses en agissant favorablement sur l’angiogenèse.  

Du fait de son interaction avec l’actine, SEPT9_i4 est impliquée dans la directionnalité de la 

migration des cellules du cancer du sein MCF7 (Chacko et al., 2005). La modification des 

fibroblastes en CAF (Cancer Associated Fibroblasts) nécessite la surexpression de la protéine 

BORG2, une protéine effectrice de Cdc42 et liant les septines à l’actine (Calvo et al., 2015). 

Cette liaison fortifiée des septines à l’actine favorise le remodelage de la matrice 

extracellulaire, l’invasion des cellules cancéreuses et la croissance de la tumeur (Calvo et al., 

2015). 

II.II.B Implication de certaines septines et de leurs isoformes dans les cancers  

 

Dans des cas de leucémies lymphoïdes aigues et de lymphomes, l’expression de l’isoforme 2 

de SEPT4 (SEPT4_i2), qui normalement favorise l’apoptose, est diminuée (García-Fernández 

et al., 2010). La faible expression de SEPT10 induit la résistance des cellules cancéreuses au 

paclitaxel (Xu et al., 2012). SEPT1 est enrichie dans les lamellipodes des cellules du carcinome 

de l'épithélium pavimenteux (DJM-1) et son absence inhibe la progression cellulaire de cette 

lignée cancéreuse (Mizutani et al., 2013). 

Des analyses bio-informatiques montrent qu’il existe deux ARNm qui codent pour la même 

isoforme de SEPT9, l’isoforme 4. La première est nommée SEPT9_v4 et la deuxième 

SEPT9_v4*, différant principalement au niveau de leur 5’UTR (UnTranslated Region). Au 

niveau de la région 5’UTR de SEPT9_v4 se trouve un site IRE (Internal Ribosomal Entry) qui 

permet la traduction de cet ARNm et qui est absent dans SEPT9_v4*. Par contre, c’est 

uniquement au niveau de la région 5’UTR de SEPT9_v4* que se trouvent des sites de fixation 

du suppresseur de tumeur p53. En cas de dommage à l’ADN, p53, par son interaction avec 

SEPT9_v4*, augmente le niveau d’expression de SEPT9_i4 (Russell and Hall, 2011).  
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Le locus humain de SEPT9 a été déterminé comme un lieu d’altérations alléliques dans les 

cancers du sein et des ovaires (Kalikin et al., 2000 ; Russell et al., 2000). De plus, l’amplification 

du locus a été observé dans les lignées cellulaires de cancer du sein humain et murin 

(Montagna et al., 2003) et durant la progression tumorale (Connolly et al., 2011).  La résistance 

au paclitaxel implique la surexpression de SEPT9_i4 (Chacko et al., 2005).  Elle implique aussi 

la surexpression de SEPT9_i1 dans différentes lignées cellulaires (Amir and Mabjeesh, 2007 ; 

Chacko et al., 2012). La résistance au paclitaxel dans les cellules de cancer du sein MDA-MB 

231 implique la surexpression de SEPT2, 8, 11 et 9, et plus particulièrement de l’isoforme 1 de 

cette dernière (Froidevaux-Klipfel et al., 2015). La surexpression de SEPT9_i1 dans plusieurs 

lignées cellulaires sensibles au paclitaxel suffit à induire une résistance (Targa et al., 2019). 

Ainsi, la forte expression de SEPT9_i1 est associée à un mauvais pronostic du carcinome de la 

tête et du cou (Stanbery et al., 2010) et à un stade avancé de cancer de la prostate (Gilad et 

al., 2015). 

Dans le cancer colorectal, l’expression de SEPT9_i1 est réduite alors que celle des isoformes 

2, 4, et 5 est élevée. La faible expression est due à la méthylation du promoteur de SEPT9, ce 

qui diminue la transcription (Tóth et al., 2011).  D’après ces résultats, une nouvelle technique 

de diagnostic du cancer colorectal a émergé, basée sur la détection dans le sang d’ADN 

méthylé de SEPT9 (Ma et al., 2017).  

SEPT9 est ausi retrouvée dans les pseudopodes, des protrusions membranaires des cellules 

cancéreuses qui apparaissent dans les cellules subissant la transition épithéliale 

mésenchymateuse (EMT). La déplétion de SEPT9 dans ces cellules inhibe la transition et ainsi 

la migration et l’invasion (Shankar et al., 2010).  

Une étude récente de (Zeng et al., 2019) montre que le mécanisme par lequel SEPT9_i1 induit 

la progression tumorale est en augmentant l’activation de la voie de signalisation 

FAK/Src/Paxilline par l’activation de RhoA/Rock1. Ceci montre que SEPT9 accentue la 

migration des cellules cancéreuses en modulant les adhérences focales.  

 

 
 



90 
 

Partie IV : Les BORGs  

 
I. La découverte de la famille des BORG (Binder of Rho GTPase) / Cdc42EP/ 

CEP (Cdc42 effector proteins)  
 

Le premier membre de la famille des BORG qui a été découvert est la protéine MSE55 qui est 

maintenant appelé CEP1/BORG5. Cette découverte fortuite repose sur l’utilisation d’un 

anticorps contre l’hémonectine, qui a mis en évidence dans des lysats de cellules endothéliales 

une bande à 65kDa et sur du sérum humain une bande à 55kDa. L’analyse du cDNA de la 

protéine de 55kDa a permis de faire des séries de Northern Blot montrant que cette dernière 

était spécifiquement exprimée dans les cellules endothéliales et stromales de la moelle 

osseuse. De plus, l’expression du cadre ouvert de lecture de cette protéine dans Escherichia 

coli a permis de produire un anticorps polyclonal spécifique. Cet anticorps ne reconnaissant 

pas l’hémonectine suggérait que la bande de 55kDa correspondait à une nouvelle protéine. 

Cette dernière, selon ses caractéristiques, a été nommée MSE55 pour Marrow Stromal 

Endothelial protein de 55kDa (Bahou et al., 1992).  

MSE55 s’est avérée être une protéine effectrice de Cdc42 lors d’une recherche de nouveaux 

effecteurs de Cdc42 et Rac dans la base de données de GenBank® en utilisant le motif CRIB de 

la protéine murine p65PAK.  Elle a été caractérisée comme étant une protéine qui n’est pas une 

kinase mais qui se lie fortement à la forme GTP de Cdc42 via un domaine CRIB intact (Burbelo 

et al., 1995 ; Burbelo et al., 1999), faiblement à Rac et pas du tout à Rho (Burbelo et al., 1995).  

D’autres protéines qui ressemblent à MSE55 ont été découvertes lors de deux études menées 

en même temps mais en utilisant deux approches différentes : la première a permis de 

découvrir la famille des BORG (Binder of Rho GTPase) (Joberty et al., 1999) et la deuxième a 

permis d’identifier la famille des CEP (Cdc42 Effector Proteins) (Hirsch et al., 2001). Il s’est 

avéré que les membres de ces deux familles étaient identiques. Il en résulte que des 

nomenclatures différentes se retrouvent dans la littérature pour les mêmes protéines : 

CEP1/MSE55/BORG5, CEP2/BORG1, CEP3/BORG2, CEP4/BORG4 et CEP5/BORG3. La 

découverte de la famille des CEPs a été faite en cherchant dans la base de données EST 

(expressed sequence tag) des séquences similaires à la séquence d’acides aminés de MSE55. 

Ceci a mené à la découverte de 4 protéines qui possèdent un domaine CRIB et qui sont 
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régulées par Cdc42 d’où leurs noms de protéines effectrices de Cdc42 (Hirsch et al., 2001). La 

découverte de la famille des protéines BORG a pour origine un test de double hybride sur une 

librairie d’embryons de souris âgées de 9 jours en utilisant la Rho GTPase TC10 comme appât. 

Selon cette étude, puisque les autres membres de la famille des BORG possèdent des masses 

moléculaires différentes et que leur expression n’est pas restreinte à un type cellulaire 

particulier, une nomenclature qui met plus en valeur la fonction de ces protéines a été 

adoptée, d’où le terme BORG (Binder of Rho GTPase).  

II. La structure générale des BORG 
 

II.I Le polymorphisme  

 

Après leur découverte grâce au criblage des bases de données humaines et murines, les cinq 

protéines appartenant à la famille des BORG ont été caractérisées comme étant de taille 

relativement petite, allant de 15 à 55kDa. Peu d’études ont été menées sur ces protéines, mais 

la consultation des bases de données GenBank® et Uniprot® a néanmoins permis de collecter 

les informations suivantes (Tableau 2). Les gènes des protéines BORG se trouvent sur des 

chromosomes différents et donnent naissance à un seul transcrit sauf dans le cas de 

CEP3/BORG2 où on en retrouve six. Il est également à noter que BORG2 est la seule BORG à 

avoir un pseudogène (Gene ID : 100128845).  

Tableau 2: Gènes et transcrits codant les protéines BORG humaines 

 

Selon GenBank®, ces gènes sont conservés non seulement chez les humains et la souris mais 

sont aussi retrouvés chez le chimpanzé, le singe rhésus, le chien, la vache, le rat et le poulet. 

Ils possèdent des orthologues dans plusieurs espèces dont les oiseaux, alligators, lézards, 

tortues, amphibiens et poissons osseux et cartilagineux. Cependant, il n’existe pas 

d’orthologues chez les bactéries, levures, insectes ou vers suggérant une émergence tardive 
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dans l’évolution (Farrugia and Calvo, 2016). Néanmoins, il est à noter que les protéines BORG 

possèdent deux homologues fonctionnels dans la levure appelés Gic1 et Gic2 (Chen et al., 

1997 ; Sadian et al., 2013).  

II.II Les domaines fonctionnels  
 

La partie N-terminale de ces protéines contient un domaine basique conservé dans toute la 

famille des BORG et dont la taille varie entre 3 acides aminés pour BORG5 et 13 acides aminés 

concernant BORG1 (Joberty et al., 1999) (Figure 43 marqué en violet). Le rôle de ce domaine 

dans les protéines BORG n’est pas encore connu, bien que des études sur leur homologue 

fonctionnel dans la levure Gic2 montre que le domaine polybasique sert à lier la protéine au 

phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate à la membrane plasmique (Orlando et al., 2008).   

  Le domaine CRIB (Cdc42, Rac Interactive Binding) (Figure 43 marqué en orange) présente de 

fortes homologies entre les différentes protéines. Ce domaine permet à toutes les BORG de 

se lier spécifiquement à Cdc42 et à la Rho-GTPase TC10 quand ils sont sous leur forme GTP 

(Burbelo et al., 1995 ; Burbelo et al., 1999 ; Hirsch et al., 2001), à l’exception de BORG3 qui est 

juste capable de lier Cdc42. Une analyse de séquence montre que BORG3 possède 3 acides 

aminés de moins en amont de son domaine CRIB que les autres membres de la famille, ce qui 

pourrait influencer sa liaison à TC10 (Joberty et al., 1999).  

  Adjacent au domaine CRIB, se trouve un domaine bien conservé de 12 acides aminés, 

considéré aussi comme étant une extension du domaine CRIB. Ce domaine est spécifique des 

protéines BORG et a donc été appelé le « Borg Homology 1 » (BH1) (Joberty et al., 1999 ; 

Hirsch et al., 2001) (Figure 43 marqué en bleu). Ce domaine pourrait influencer la liaison 

spécifique des BORG à Cdc42 et TC10 et non pas à Rac1 (Burbelo et al., 1995).  

  La partie centrale et la partie C-terminale des protéines BORG sont les plus variables. Deux 

autres domaines spécifiques des protéines BORG appelés « Borg Homology 2 » (BH2) (Figure 

43 marqué en rouge) et « Borg Homology 3 » (BH3) (Figure 43 marqué en vert) ont été aussi 

détectés. Le domaine BH2 est absent de BORG3. Le domaine BH3 a une localisation plutôt 

centrale dans BORG5 alors qu’il est présent dans la partie C-terminale des autres BORG 

(Joberty et al., 1999). Le rôle du domaine BH2 n’est pas encore connu mais celui du domaine 

BH3 a été identifié à la suite d’une étude qui avait pour but de trouver les voies de signalisation 
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dans lesquelles les BORG étaient impliquées (Joberty et al., 2001). Des expériences 

d’immunoprécipitation sur des lysats de fibroblastes murins NIH 3T3 ont mis en évidence que 

BORG1, BORG2 et BORG3 étaient capables de se lier physiquement aux septines via ce 

domaine. Spécifiquement, le domaine de BH3 de BORG3 se lie à des hétérodimères contenant 

SEPT6 ou SEPT7 et au trimère SEPT2/6/7 en reconnaissant l’interface entre les domaines 

coiled-coil dans SEPT6 et SEPT7 (Sheffield et al., 2003). 

  De plus, BORG1, 3 et 5 possèdent une région riche en proline (Figure 43, motif rayure) plutôt 

au centre de la séquence alors que BORG5 est le seul de la famille à avoir une région heptade 

(consensus PAANPPA) dans la partie C-ter (Joberty et al., 1999). Le rôle de ces domaines dans 

le fonctionnement des protéines BORG reste encore à clarifier.  

Plus récemment, (Calvo et al., 2015) ont montré que BORG2 était nécessaire pour le 

remodelage du réseau d’actine dans les CAF (Cancer Associated Fibroblasts) et qu’un site de 

liaison à l’actine (Figure 43 marqué en rose) ressemblant à celui de l’anilline était présent juste 

après son domaine BH2.   

 

Figure 43: Schéma représentant les différents domaines des protéines BORG 

(Farrugia and Calvo, 2016) 
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III. Localisation tissulaire  
 

Après sa caractérisation en 1992, MSE55 a été retrouvée exprimée uniquement dans les 

cellules endothéliales et stromales de la moelle osseuse mais pas dans le foie, la rate, le 

cerveau, les poumons et les reins de singe (Bahou et al., 1992). En 1999, des études sur 

l’expression tissulaire de BORG1 et BORG2 ont montré que ces gènes sont exprimés dans les 

huit tissus humains étudiés : Cœur, cerveau, placenta, poumons, foie, muscle squelettique, 

rein et pancréas. BORG1 et BORG2 présentent un niveau d’expression important dans le cœur. 

Par contre, l’expression de BORG1 est faible dans le pancréas et le foie et celle de BORG2 très 

faible au niveau du foie et du cerveau. BORG4 semble ne pas être exprimé dans les tissus 

adultes (Joberty et al., 1999). En 2014, une étude transcriptomique quantitative a été faite 

pour tous les gènes humains afin d’identifier leur spécificité d’expression tissulaire, (Fagerberg 

et al., 2014) incluant les gènes codant pour la famille des BORG. Contrairement aux premiers 

résultats publiés concernant BORG5/CEP1/MSE55, cette étude met en évidence que 

l’expression de ce gène est retrouvée, à différentes échelles, dans 26 des 27 tissus étudiés tels 

que : foie, ovaire, pancréas, cerveau, etc. De façon surprenante, c’est dans la moelle osseuse 

qu’il serait le moins exprimé. Les autres gènes des protéines BORG sont exprimés dans les 27 

tissus étudiés à des niveaux différents. Venant contrecarrer les résultats de l’étude de 1999, il 

faut notamment noter que l’expression du gène codant BORG4 est détectée dans la totalité 

des 27 tissus adultes étudiés, dont le cerveau. Dans le cervelet, BORG4 est exclusivement 

exprimé dans la glie de Bergmann (Ageta-Ishihara et al., 2015).  

IV. La régulation des protéines BORG 
 

IV.I Cdc42 
 

La capacité de Cdc42 à alterner entre la forme active GTP et la forme inactive GDP est 

importante pour la régulation de l’activité des BORG. Le niveau d’activation de Cdc42 affecte 

la présence et la localisation des protéines BORG dans la cellule ainsi que leur capacité à 

interagir avec les septines (Burbelo et al., 1999 ; Hirsch et al., 2001 ; Joberty et al., 2001). 
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IV.I.A Cdc42 constitutivement inactif  

 

L’expression de la forme dominante négative de Cdc42 bloque les réarrangements du 

cytosquelette induits par la surexpression de BORG : La formation de protrusions 

membranaires riches en actine induite par la surexpression de MSE55/BORG5 dans les cellules 

NIH 3T3 est en effet bloquée par l’expression de la forme inactive de Cdc42 (Burbelo et al., 

1999). Ce résultat a été retrouvé dans une autre étude, où la formation de pseudopodes 

consécutive à la surexpression des BORG 1 à 4 dans les cellules NIH 3T3 est également inhibée 

lorsque la forme inactive de Cdc42 est exprimée (Hirsch et al., 2001). De plus, l’expression du 

dominant négatif de Cdc42 dans les CAFs (Cancer Associated Fibroblasts) résulte en la perte 

de BORG2 dans les cellules et induit par conséquent la perte des filaments de septines et des 

fibres de stress (Farrugia and Calvo, 2017) (Figure 44 A et B).    

IV.I.B Cdc42 constitutivement actif  

 

Contrairement à ce que l’on pourrait croire, l’activation constante de Cdc42 ne potentialise 

pas l’effet des BORG dans la cellule. La forme constitutivement active de Cdc42 en se liant sur 

son domaine CRIB change la conformation de BORG3, cachant ainsi le domaine BH3 de la 

protéine, et par conséquent inhibant sa liaison aux septines (Joberty et al., 2001). Par ailleurs, 

lorsque surexprimé dans les CAFs, le Cdc42 constitutivement actif se concentre dans des 

patchs où il attire BORG2, empêchant ce dernier de se lier aux septines et à l’actine (Farrugia 

and Calvo, 2017) (Figure 44 A et B).  
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Figure 44: Effet des formes constitutivement actives et inactives de Cdc42 sur 
Cdc42EP3/BORG2 (A et B), la F-actine (A) et les septines (B) dans les CAFs exprimant de 

façon stable Cdc42EP3 

 

(A)Marquage GFP (vert), F-actine (Magenta) et Myc (Bleu) des CAFs (fibroblastes associés aux 

cancers) exprimant de façon stable Cdc42EP3 après transfection par un vecteur vide, myc-Cdc42-N-17 

ou myc-Cdc42-V12. Barre d’échelle = 25mm. (B) Marquage GFP (vert), SEPT2 (Magenta) et Myc (Bleu) 

des CAFs (fibroblastes associés aux cancers) exprimant de façon stable Cdc42EP3 après transfection 

par un vecteur vide, myc-Cdc42-N-17 ou myc-Cdc42-V12. Barre d’échelle = 25mm 

(Farrugia and Calvo, 2017) 
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IV.II TC10/RhoQ et RhoA  
 

TC10, aussi nommée RhoQ, est une GTPase considérée comme homologue proche de Cdc42. 

Il a été démontré que toutes les BORG sauf BORG3 lient via leur domaine CRIB la forme active 

de TC10 (Joberty et al., 1999), mais cette régulation n’est pas bien caractérisée.  

IV.III PKC  
 

L’interaction entre aPKC (atypical Protéine Kinase C) et BORG5 se fait dans un contexte de 

différenciation de cellules souches embryonnaires de souris en trophectoderme et a été mise 

en évidence par des expériences d’immunoprécipitation. La différenciation des cellules 

souches est régulée par des modifications traductionnelles. Le passage vers le 

trophectoderme nécessite une surexpression de BORG5 et de Cdx2, un facteur de 

transcription impliqué dans cette différenciation. Une diminution d’expression de BORG5 

mène à une diminution d’expression de Cdx2, et vice versa. Cette boucle de régulation n’est 

pas due à une interaction entre les deux protéines, mais a plutôt pour origine une interaction 

entre BORG5 et aPKC fonctionnant en amont de Cdx2 et induisant la diminution de son 

expression (Vong et al., 2010).  

Dans les cellules de cancer du sein MCF-10A, PKC phosphoryle BORG4 au niveau de la sérine 

en position 18 ou 80. La phosphorylation de BORG4 le détache de Cdc42 et lui permet 

d’interagir avec TEM4 (Tumor Endothelial Marker-4). Ce dernier étant un Rac-GEF (Guanine 

nucleotide Exchange Factor), Rac va être activé et induire par voie de conséquence la 

formation de filopodes et augmenter la motilité cellulaire (Zhao and Rotenberg, 2014). 

IV.IV Les MAP kinases ERK2, ERK3 et MK5  
 

La kinase ERK3 (Extracellular signal Regulated Kinase 3) et son substrat, la MAPK-activated 

protein (MAPKAP) kinase 5 (MK5), forment un complexe ternaire avec SEPT7 et phosphorylent 

BORG1, 2 et 3. La formation de ce complexe joue un rôle important dans la régulation du 

cytosquelette neuronal et la formation de l’arbre dendritique (Brand et al., 2012). Par ailleurs, 

BORG5 et BORG1 ont été identifiés comme étant des substrats de ERK2. La technique utilisée 

que les auteurs appellent chimique-génétique consiste en l’élargissement de la poche de 
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liaison à l’ATP de ERK2 afin que cette dernière se lie à un analogue de l’ATP marqué 

permettant d’identifier et d’isoler les substrats (Carlson et al., 2011).   

IV.V HGF, TGFβ et SDF-1α  
 

La transformation des fibroblastes normaux en CAFs est caractérisée par une augmentation 

d’activation de la Myosine Light Chain 2 (MLC2) et de la Src kinase. Cette activation est induite 

par une augmentation d’expression de BORG2 dans les fibroblastes, résultant d’une 

augmentation de la production d’ARNm de cette protéine effectrice de Cdc42 induite par HGF, 

TGFβ et SDF-1α (Calvo et al., 2015).  

IV.VI PUMILIO2  

  
PUMILIO2 est une protéine qui régule la transcription de différents ARNm dans les cellules 

souches germinales. L’expression de BORG2 au niveau du tissu testiculaire est régulée par 

PUMILO2 en se fixant sur un motif particulier dans la région 3’UTR (Spik et al., 2006). 

V. L’intéractome des protéines BORG  
 

V.I RhoA  
 

Bien qu’aucune interaction du domaine CRIB des BORG avec RhoA n’ait été détectée, un lien 

entre BORG3 et RhoA existe néanmoins. En effet, la surexpression de BORG3 dans les cellules 

NIH 3T3 induit la formation de filopodes. Ce phénotype ne peut pas être reproduit par la 

surexpression de la forme constitutivement active de Cdc42 mais a déjà été observé en 

inhibant RhoA. De façon intéressante, l’expression de RhoA dans des cellules formant des 

filopodes inhibe ce phénotype. Ces résultats indiquent que BORG3 agit en amont de RhoA et 

l’inhibe (Joberty et al., 1999).  

V.II JNK  

 

La kinase JNK (c-Jun N-terminal Kinase) est activée par Cdc42 à la suite de l’activation de voies 

de signalisation par différents stress. La coexpression de BORG3 et de JNK dans les cellules 

NIH 3T3 inhibe l’activité basale de JNK dans les cellules, et ceci de façon indépendante de 
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Cdc42 puisque l’expression de BORG3 mutée au niveau de son domaine CRIB induit le même 

effet (Joberty et al., 1999).  

V.III Septines  
 

Les protéines BORG influencent l’assemblage et le rôle des filaments de septines. Dans les 

cellules NIH 3T3, la surexpression de BORG3 couplée à un tag Myc induit la formation de 

longues et épaisses fibres de septines (Joberty et al., 2001). Dans les CAFs, une délétion de 

BORG2 mène à une perte des filaments de septines et consécutivement à une perte des fibres 

de stress (Calvo et al., 2015). De plus, une délétion de BORG3 affecte la formation de filaments 

incluant SEPT9 dans les cellules de mélanome (Farrugia et al., 2020). Dans la glie de Bergmann, 

l’interaction de BORG4 avec les hétéro-oligomères de septines est nécessaire pour la 

localisation perisynaptique des transporteurs de glutamate (Ageta-Ishihara et al., 2015).  

V.IV Actine  
 

Les protéines BORG peuvent être cytoplasmiques ou localisées à la membrane plasmique 

(Joberty et al., 1999 ; Hirsch et al., 2001), mais sont aussi retrouvées au niveau des fibres de 

stress d’actine, comme dans les cas de BORG3 en raison de sa liaison aux septines (Farrugia et 

al., 2020) et de BORG2, qui lui possède un site de liaison à l’actine (Calvo et al., 2015 ; Farrugia 

and Calvo, 2017). Quelles que soient leurs localisations, les protéines BORG sont impliquées 

dans le remodelage du cytosquelette d’actine (Tableau 3). 
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Tableau 3: Implication des protéines BORG dans le remodelage du cytosquelette d’actine 

Protéine Rôle dans la cellule Référence 

 

BORG1 

Réduction de l’abondance des fibres de stress (Joberty et al., 1999) 

Formation de pseudopodes (Hirsch et al., 2001), (Wu 

et al., 2015) 

 

 

BORG2 

Formation de lamellipodes (Joberty et al., 1999) 

Formation de pseudopodes (Hirsch et al., 2001) 

Formation des fibres de stress et augmentation 

de la contractilité cellulaire 

(Calvo et al., 2015) 

(Farrugia and Calvo, 2017) 

 

BORG3 

Formation de lamellipodes (Joberty et al., 1999) 

Augmentation de la contractilité de 

l’actomyosine 

(Farrugia et al., 2020) 

 

BORG4 

Formation de pseudopodes (Hirsch et al., 2001) 

Formation de filopodes (Zhao and Rotenberg, 

2014) 

BORG5 Formation de protrusions membranaires riches 

en actine 

(Burbelo et al., 1999) 

(Vong et al., 2010) 
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VI. Implication en physiologie et en physiopathologie  

  

VI.I Différenciation du trophectoderme et du myoblaste  
 

Inhibée dans les cellules souches embryonnaires de souris, la transcription de BORG5 est 

augmentée durant leur différenciation en cellules du trophectoderme. En effet, une inhibition 

d’expression de BORG5 inhibe la motilité nécessaire pour que les cellules souches 

embryonnaires adoptent un destin de trophectoderme. Ces résultats montrent l’importance 

de l’expression de BORG5 dans cette différentiation, qui permet de réguler la motilité 

cellulaire via son action sur la formation de protrusions d’actine (Vong et al., 2010). Aussi, 

l’expression de BORG1 augmente au cours de la différenciation des myoblastes C2C12 pour 

diminuer graduellement en fin de différenciation (Wu et al., 2015).  

 

VI.II Migration des cellules cancéreuses et métastases   
 

BORG3 est impliquée dans la migration et l’invasion des cellules de mélanome in vivo. En effet, 

en se liant à SEPT9 qui est associée à la F-actine, BORG3 induit la polymérisation de l’actine et 

renforce la formation et la stabilisation induite par SEPT9 de faisceaux de filaments d’actine. 

Cette association BORG3/SEPT9 entraîne la réorganisation de l’actine en fibres de stress et 

actine corticale, augmentant ainsi la contractilité de l’actomyosine. BORG3 est également 

retrouvée sur les filaments de F-actine en contact avec les adhérences focales (AF) et est 

important pour la maturation de ces AFs, augmentant ainsi la motilité des mélanomes 

(Farrugia et al., 2020). 

L’augmentation de l’expression de BORG2 induite par des facteurs solubles secrétés par les 

cellules cancéreuses est un élément clé pour la transformation de fibroblastes normaux en 

CAFs (Cancer Associated Fibroblasts). Cette surexpression, en présence d’un Cdc42 capable 

d’alterner entre la forme GTP et GDP (Farrugia and Calvo, 2017), affecte le réseau de septines 

et par conséquent le réseau d’actine, ce qui augmente la contractilité de l’actomyosine. Ceci 

donne aux CAFs leur capacité de remodeler la matrice de la tumeur, et de promouvoir 

l’invasion des cellules cancéreuses (Calvo et al., 2015) (Figure 45).  
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Figure 45: Effet de la surexpression de Cdc42EP3/BORG2 sur l’organisation des septines et 
de l'actine dans les CAFs 

(Calvo et al., 2015) 

De plus, une étude menée pour déterminer les gènes responsables du phénotype invasif des 

cellules de carcinome hépatocellulaire démontre que BORG2 est impliquée dans la migration 

de ces cellules (Lin and Chuang, 2012).  

VI.III Angiogenèse  
 

Un rôle de BORG5 dans l’angiogenèse microvasculaire a été mis en évidence chez des souris. 

Des souris KO pour BORG5 montrent en effet des défauts dans la microvascularisation 

rétinienne et cardiaque. BORG5 associée aux septines et colocalisant avec les fibres 

d’actomyosine dans la région périnucléaire, promeut l’angiogenèse en contrôlant 

spatialement l’activité de l’actomyosine pour assurer une directionnalité de migration des 

cellules endothéliales (Liu et al., 2014).  
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Partie V : La chimiothérapie par les anticancéreux 

ciblant les microtubules 
 

Chaque année, la ‘American Cancer Society’ prédit le nombre de nouveaux cas de cancers ainsi 

que le nombre de nouveaux décès par cancer. En 2020, elle estime que 1,8 millions de 

nouveaux cas et 606 520 nouveaux décès seront comptabilisés aux États-Unis, uniquement 

(Siegel et al., 2020). En France, en 2017, le nombre de nouveaux cas de cancers estimé était 

de 399 500 et le nombre de décès de 150 000 (Cowppli-Bony et al., 2019). Malgré tout, les 

traitements contre le cancer sont efficaces car, de 1991 à 2017, la mortalité par cancer a 

diminué de 29%. Cependant, durant la dernière décennie, la diminution de la mortalité a 

ralenti d’où la nécessité de trouver de nouvelles cibles thérapeutiques, des indicateurs 

précoces ainsi que des indicateurs de mauvais pronostic ou de réponse aux traitements afin 

de cibler au mieux la tumeur chez un patient (Siegel et al., 2020). Les traitements peuvent 

combiner la chirurgie, la chimiothérapie, la radiothérapie et depuis peu, l’immunothérapie.  

Le développement des agents utilisés en chimiothérapie a commencé en 1940 avec les 

moutardes azotées qui ciblent les bases de l’ADN. Juste après, ont été développés les 

antimétabolites, qui n’attaquent pas directement l’ADN pour induire la mort cellulaire mais 

miment ou ciblent des précurseurs d’ADN pour causer des erreurs dans la réplication. Les 

agents pharmacologiques qui nous intéressent dans le cadre de cette thèse sont les 

antimitotiques qui ciblent les MTs.    

Les agents ciblant les MTs ont été classés en deux groupes : les stabilisateurs et les 

déstabilisateurs de MTs. Cependant, leur effet sur la dynamique des MTs dépend de leurs 

concentrations. Les anticancéreux, déstabilisateurs à de fortes concentrations, stabilisent les 

MTs à de faibles concentrations sans modifier la masse du polymère (Vasquez et al., 1997 ; 

Pourroy et al., 2006 ; Braguer et al., 2008). Ainsi, les anticancéreux ciblant les MTs seront 

présentés selon leur site de liaison à la tubuline.  
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Figure 46: Site de liaison des différents agents ciblant les microtubules 

(Steinmetz and Prota, 2018) 

 

I. Le site de liaison aux vinca-alcaloïdes 
 

Les membres de la famille des vinca-alcaloïdes tels que vinblastine, vincristine et vinorelbine 

se lient aux dimères de tubuline libres à un site localisé près du site de liaison échangeable du 

GTP de la β-tubuline (Gigant et al., 2005) (Figure 46 marqué en rouge). Ce site n’est exposé 

qu’au niveau des extrémités plus des MTs. Les vinca-alcaloïdes sont des agents 

déstabilisateurs à forte dose (du même ordre de grandeur que la concentration cellulaire en 

tubuline, soit de 5 à 10 µM) car en se liant à la tubuline libre, ils inhibent l’assemblage de la 

tubuline. Ce sont donc des agents anti-polymérisants. Comme ces molécules n’inhibent pas la 

dépolymérisation des MTs, cette dernière se poursuit et libère des sous-unités de tubuline qui 

lient aussitôt les vinca-alcaloïdes. Ces phénomènes induisent rapidement la dépolymérisation 

des MTs pré-existants. A des concentrations plus faibles, si elles ne séquestrent qu’une très 

faible fraction de la tubuline libre et ne peuvent plus inhiber son assemblage, ces molécules 

sont néanmoins capables de lier l’extrémité plus des MTs et de perturber fortement leur 

dynamique. On estime que la liaison de quelques molécules de vinblastine par MT suffit à 

inhiber complètement le comportement dynamique des MTs, c’est-à-dire l’instabilité 
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dynamique et le treadmilling (Jordan and Wilson, 2004). C’est ainsi que ces agents 

antipolymérisants bloquent la progression mitotique et induisent la mort cellulaire par 

apoptose. Ils sont utilisés en traitement de tumeurs solides ou hématologiques malignes, seuls 

ou en combinaison avec d’autres agents cytotoxiques. 

II. Le site de liaison à la maytansine  
 

La maytansine est un composé isolé de la plante Maytenus ovatus (Kupchan et al., 1972) qui 

se lie à la β-tubuline de l’hétérodimère à un site proche de celui des vinca-alcaloïdes (Remillard 

et al., 1975) (Figure 46 marqué en orange). Il inhibe la polymérisation des MTs en empêchant 

l’interaction entre les dimères de tubuline et donc leur incorporation aux bouts plus menant 

ainsi à un arrêt mitotique (Revue : (Steinmetz and Prota, 2018)). Ce composé n’est pas utilisé 

cliniquement à cause de sa grande cytotoxicité et faible spécificité envers les cellules 

cancéreuses mais est actuellement étudié en chimiothérapie couplée à un conjugué 

d’anticorps augmentant sa spécificité dans le ciblage des cellules cancéreuses (Lopus et al., 

2010).  

III. Le site de liaison à la colchicine  

 

La colchicine est une molécule qui se lie avec une grande affinité à la β-tubuline à un site 

proche de l’α-tubuline, au sein d’un dimère (Figure 46 marqué en rose). Ceci résulte en un 

changement conformationnel du dimère empêchant sa polymérisation (Ravelli et al., 2004). 

Cette molécule n’ayant eu qu’un faible effet thérapeutique contre le cancer, d’autres agents 

se liant au site de liaison de la colchicine ont été recherchés et développés. Parmi les 

molécules appartenant à cette famille se trouve le nocodazole, un produit naturel à activité 

antimitotique et antitumorale. Ce dernier affecte la survie cellulaire en interférant avec la 

polymérisation des MTs. Cependant, à cause des effets secondaires qu’il induit, il n’est pas 

cliniquement utilisé (Attia, 2013). Un autre membre de la famille est le TN-16, un dérivé de 

l’acide ténazonique, qui possède des effets antitumoraux in vitro et in vivo en inhibant 

l’assemblage des MTs (Tripodi et al., 2012). Les agents pharmacologiques se liant au site de la 

colchicine présentent des effets très superposables à ceux des vinca-alcaloïdes : anti-

polymérisants à forte dose, stabilisateurs à faible dose. On estime que leurs effets à faible 

dose résultent de l’incorporation de quelques rares dimères de tubuline liant la drogue par 

MT (Jordan and Wilson, 2004). 
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IV. Le site de liaison aux Laulimalide et Peloruside A 

 
Ces deux molécules proviennent d’une éponge marine (Mooberry et al., 1999) et inhibent la 

croissance des cellules cancéreuses en stabilisant les MTs (Pryor et al., 2002). Ces molécules 

se lient à la β-tubuline à un site unique formé de résidus hydrophobes et, par leur structure, 

interagissent avec un autre dimère de tubuline dans le filament, renforçant ainsi la stabilité 

du MT (Prota et al., 2014) (Figure 46 marqué en bleu). Les composés laulimalide et peloruside 

A agissent en synergie avec le paclitaxel et les épothilones dans la promotion de la stabilité 

des MTs et l’induction de la mort cellulaire (Hamel et al., 2006 ; Wilmes et al., 2007). 

V. Le site de liaison au Pironetine  
 

La pironetine est un composé isolé des bactéries Streptomyces (Kobayashi et al., 1994) a 

activité antitumorale et antimitotique en inhibant la formation des MTs (Kondoh et al., 1999). 

Il se lie à l’α-tubuline (Figure 46 marqué en jaune) et déstabilise les MTs en causant des 

changements conformationnels des dimères, les empêchant de s’incorporer dans les 

filaments (Yang et al., 2016 ; Prota et al., 2016).  

VI. Le site de liaison aux Epothilones et aux Taxanes  
 

Les épothilones constituent une famille de polycétides macrolides produits naturellement par 

la bactérie Sorangium cellulosum (Gerth et al., 1996). Il existe six épothilones majeurs (A-F) 

identifiés et caractérisés (Hardt et al., 2001). Ces agents stabilisent les MTs, menant à leur 

regroupement en faisceaux, à la formation de fuseaux multipolaires et à l’arrêt de la mitose 

dans les cellules en division (Bollag et al., 1995). L’analogue de l’épothilone B, l’ixabepilone, a 

été approuvé par la FDA (U.S Food and Drug Administration) en 2007 pour le traitement du 

cancer métastatique et le cancer du sein avancé.  Le site de liaison des épothilones et celui 

des taxanes se superposent partiellement sur la β-tubuline dans la lumière du MT (Kamath 

and Jordan, 2003) (Figure 46 marqué en vert).  

La famille des taxanes comprend le paclitaxel (Taxol®) et son analogue semi-synthétique le 

plus connu, le docétaxel (Taxotère®). Ce sont également des stabilisateurs de MTs à faible 

comme à forte dose. À cause de leurs effets secondaires et de leurs profils 

pharmacocinétiques, des études ont été faites pour générer des taxanes de deuxième 
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génération. Ainsi, le nab-paclitaxel correspond à du paclitaxel qui a été modifié avec de 

l’albumine de sérum humain, ce qui facilite son entrée dans la cellule (Desai et al., 2006). Le 

cabazitaxel est un dérivé synthétique du docétaxel conçu pour avoir de meilleures propriétés 

pharmacocinétiques. Les améliorations dans la formule l’ont rendu faiblement reconnaissable 

par la P-glycoprotéine et lui ont permis d’acquérir un pouvoir de diffusion encéphalique 

(Tkaczuk and Yared, 2012). La toxicité est principalement hématologique, et il a eu 

l’autorisation de la mise sur le marché en deuxième ligne (Lheureux and Joly, 2012) utilisé 

dans des cas de cancers résistants au docétaxel (Vrignaud et al., 2013).  

VI.I Les deux premiers taxanes identifiés : le paclitaxel et le docétaxel  
 

Le paclitaxel (commercialisé sous le nom de Taxol®) (Figure 47) appartient à la famille des 

taxanes caractérisée par la capacité de stabiliser les MTs. C’est un composé diterpénoïde 

tricyclique produit naturellement dans l’écorce de l’if américain Taxus brevifolia. La 

découverte de cette drogue a été le résultat collaboratif du NCI (National Cancer Institute) et 

de l’USDA (US Department of Agriculture) utilisant le programme de dépistage des plantes à 

la recherche de nouveaux agents anticancéreux efficaces (Walsh and Goodman, 2002). Après 

plusieurs séries d’essais cliniques, la FDA a approuvé le paclitaxel pour le traitement du cancer 

des ovaires avancé en 1992 (Menzin et al., 1994). Depuis, le paclitaxel est utilisé (en 

monothérapie ou en association avec d’autres médicaments tels que le cisplatine ou le 

carboplatine pour le traitement du cancer de l’ovaire (Ozols et al., 2003), du cancer du sein 

(Piccart and Cardoso, 2003) mais aussi du carcinome épidermoïde de la vessie et des cancers 

de la tête et du cou (Zhu and Chen, 2019). À cause de sa faible quantité dans l’écorce du 

conifère, et donc afin de ne pas décimer cette espèce pour soigner les femmes atteintes du 

cancer du sein, plusieurs autres moyens d’obtention du paclitaxel ont été recherchés, tels que 

la culture in vitro de la plante ou encore l’extraction du paclitaxel de champignons endophytes 

génétiquement modifiés (Revue : (Zhu and Chen, 2019)). Mais c’est une équipe de chimistes 

français qui a permis de calmer les différends entre les défenseurs de l’arbre et les femmes en 

attente d’un traitement efficace. En effet, ils ont mis au point l’hémisynthèse chimique du 

docétaxel (Taxotère®), une molécule proche et même plus efficace que le paclitaxel, à partir 

du précurseur 10-deactylbaccatin III, dérivé d’une partie renouvelable, les aiguilles, de l’if 

européen Taxus baccata (Rowinsky and Calvo, 2006). L’hémisynthèse du ce taxane a été 

réalisée pour la première fois au milieu des années 1980 par l’équipe de Pierre Potier à 
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l’Institut de Chimie des Substances Naturelles (Gif-sur-Yvette) (Guéritte-Voegelein et al., 

1987).  

 

Figure 47: Structure chimique du paclitaxel 

(Zhu and Chen, 2019) 

 

VI.II Les mécanismes d’action du paclitaxel  
 

VI.II.A Effet du paclitaxel sur la dynamique des MTs 

 

L’usage du paclitaxel est l’un des traitements anticancéreux les plus efficaces. Il se lie 

réversiblement et spécifiquement au niveau de la β-tubuline dans la lumière du MT déjà formé 

(Rao et al., 1995). Par cette liaison, le paclitaxel favorise l’assemblage des hétérodimères de 

tubuline sur la lattice du MT et empêche leur dissociation, bloquant ainsi la progression du 

cycle cellulaire en phase G2/M (Schiff and Horwitz, 1980). Les cellules subissent ensuite une 

apoptose (Schiff et al., 1979), inhibant ainsi la croissance des cellules cancéreuses (Rowinsky 

and Donehower, 1995). Le paclitaxel stabilise les MTs à des concentrations très faibles : une 

seule molécule pour plusieurs centaines de dimères de tubuline bloque la dynamique 

microtubulaire d’environ 50% (Jordan et Wilson, 2004). Son effet ne se limite pas uniquement 

aux MTs en mitose mais impacte également ceux en interphase. En perturbant la dynamique 

des MTs en interphase, le paclitaxel agit sur différents évènements cellulaires dans lesquels 

les MTs sont impliqués : le trafic intracellulaire, la sécrétion, ou encore la migration (Revue : 

(Field et al., 2014)).  
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VI.II.B Effet du paclitaxel sur des voies de signalisation  

 

Le paclitaxel affecte la survie cellulaire en agissant sur différentes voies de signalisation. Il 

initie l’apoptose en activant les MAPK (Mitogen Activated Protein Kinase), ERK (Bacus et al., 

2001 ; Xu et al., 2009), p38 (Bacus et al., 2001 ; Ren et al., 2018) et JNK (c-Jun N-terminal 

Kinase) (Kampan et al., 2015). En effet, via son effet sur p38, le paclitaxel induit la 

déphosphorylation et l’activation de Bax (protéine pro-apoptotique) et la phosphorylation et 

donc l’inhibition de Bcl2 (protéine anti-apoptotique) (Ren et al., 2018). De manière 

intéressante, le paclitaxel peut se lier à Bcl2 et entrainer son inactivation (Rodi et al., 1999 ; 

Ferlini et al., 2009), participant ainsi à l’induction de l’apoptose. La voie de NF-κB (nuclear 

factor kappa B) est également activée pour induire l’apoptose (Kampan et al., 2015). De plus, 

le paclitaxel induit la génération de ROS (Reactive Oxygen Species) et la production 

d’hydroperoxydes en augmentant l’activité de la NADPH oxydase, conduisant à un stress 

oxydatif qui potentialise l’effet anticancer du paclitaxel (Alexandre et al., 2007).  L’effet du 

paclitaxel sur l’activité des Rho GTPases Cdc42 et Rac1 a aussi été détecté. Dans les 

cholangiocarcinomes, un traitement avec une faible dose de paclitaxel pendant 24h diminue 

l’activation de Cdc42 mais pas de Rac1 (Cadamuro et al., 2016).  

La migration, la prolifération cellulaire ainsi que le changement morphologique des cellules 

endothéliales sont des éléments clés dans l’angiogenèse tumorale. Par son action anti-

angiogénique, le paclitaxel et ses dérivés inhibent la progression tumorale, induisant la mort 

des cellules cancéreuses par nécrose (Klauber et al., 1997). L’effet du paclitaxel, de ses dérivés 

ainsi que des autres membres de la famille des taxanes sur les cellules endothéliales a été 

évalué dans différentes études : La migration et l’invasion des cellules endothéliales ainsi que 

leur changement conformationnel a été affecté suite à une exposition à court terme au 

docétaxel ou à l’épothilone B, à des concentrations n’affectant pas la prolifération cellulaire. 

Ces derniers agissent sur la dynamique des MTs en interphase des cellules HUVEC (Human 

Umbilical Vein Endothelial Cells), réduisant l’activation de Cdc42 et de Rac1 et affectant ainsi 

le cytosquelette d’actine (Bijman et al., 2006). Ces Rho GTPases induisent la polarisation 

correcte des cellules et régulent l’orientation du centrosome des cellules en migration 

(Etienne-Manneville and Hall, 2002). Le paclitaxel, qui inhibe la migration (Wang et al., 2019) 

affecte ce phénomène par son effet sur Cdc42 et Rac1. Il a également été décrit qu’un 

traitement par du docétaxel, en induisant la dégradation de la chaperone Hsp90, empêche la 
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phosphorylation de la kinase des adhérences focales (Akt), une de ses protéines clientes, et 

inhibe la migration des cellules HUVEC (Murtagh et al., 2006).   

VI.II.C Effet du paclitaxel sur l’expression et la localisation de certaines protéines 

 

Le paclitaxel agit non seulement sur l’activation ou l’inhibition de voies de signalisation, mais 

aussi sur l’expression de certaines protéines. En effet, cette molécule possède une activité 

inhibitrice de l’angiogenèse en inhibant l’expression de VEGF (Vascular endothelial growth 

factor) (Lau et al., 1999) mais aussi en causant l’ubiquitination et donc la dégradation de Hsp90 

(Heat shock protein 90) (Murtagh et al., 2006). La neuropathie est un effet secondaire du 

paclitaxel, qui a pour origine la diminution du niveau protéique de NCS-1 (Neuronal Calcium 

Sensor 1), affectant ainsi la signalisation du calcium (Boehmerle et al., 2007). Il agit aussi sur 

la localisation de certaines protéines, comme l’oncoprotéine GT198 qui est une nouvelle cible 

du paclitaxel récemment découverte. C’est une protéine qui se lie à l’ADN afin de stimuler sa 

réparation, qui régule la méiose et participe à la recombinaison d’ADN homologue. Le 

paclitaxel se lie à GT198 au niveau de son site de liaison à l’ADN, inhibant ainsi son effet 

transcriptionnel (Yang et al., 2019). L’expression nucléaire dans le cholangiocarcinome de 

S100A4, une protéine de liaison au calcium, est un signe d’agressivité du cancer puisqu’elle 

participe à l’invasion. Le paclitaxel, en inhibant la SUMOylation de cette protéine, empêche 

son passage vers le noyau, limitant ainsi son effet agressif (Cadamuro et al., 2016). L’inhibition 

du passage vers le noyau a également été observée pour HIF-1α (Hypoxia inducible factor 1), 

protéine surexprimée dans les centres hypoxiques des tumeurs. Le transport de son ARNm 

vers le noyau est dépendant de la dynéine, et est perturbé à cause de l’effet stabilisateur du 

paclitaxel (Carbonaro et al., 2011). Il en est de même pour le récepteur AR (Androgen 

Receptor) dont la translocation est nécessaire pour la progression du cancer de la prostate 

(Darshan et al., 2011). Cependant, de faibles concentrations de paclitaxel accentuent le 

transport dynéine-dépendant vers le bout moins des MTs du facteur de transcription p53 

induisant ainsi l’apoptose (Giannakakou et al., 2002).  

VI.II.D Effet du paclitaxel sur les autres membres du cytosquelette  
  

Le paclitaxel est connu pour affecter majoritairement la dynamique des MTs, ce qui perturbe 

alors l’organisation des autres membres du cytosquelette. En effet, l’exposition des cellules 

granulosa au paclitaxel engendre la formation de faisceaux de MTs qui par voie de 
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conséquence affecte les filaments intermédiaires et les fibres de stress. En présence du 

paclitaxel, les filaments intermédiaires ne sont plus dispersés dans le cytoplasme mais 

forment des agrégats périnucléaires et les filaments d’actine ne forment plus des fibres de 

stress mais ont une distribution marginale (Herman et al., 1983). Un traitement des 

fibroblastes par du paclitaxel induit la décentralisation des MTs, qui deviennent libres dans le 

cytoplasme et engendre la formation d’actine circulaire (Pletjushkina et al., 1994). Une étude 

plus récente montre l’effet du docétaxel et de l’épothilone B sur les microfilaments d’actine. 

Les cellules HUVEC traitées par ces stabilisateurs de MTs, qui réduisent l’activité de Cdc42 et 

de Rac1, possèdent moins de fibres de stress (Bijman et al., 2006) (Figure 48).  

 

Figure 48: Effet de différents agents anti-cancéreux sur le cytosquelette d'actine dans les 
cellules HUVEC 

Images acquises par microscopie à fluorescence avec le noyau marqué en bleu et la F-actine en rouge. 
(A) Les HUVEC non-traitées (B) Traitement d’1h avec 10µmol/mL de cisplatine (C) Traitement d’1h 

avec 100 nmol/mL de doxorubucine (D) Traitement d’1h avec 10 nmol/mL de docétaxel (E) Traitement 
d’1h avec 1 nmol/mL d’épothilone B (F) Traitement d’1h avec 10 nmol/mL de vinblastine. Les flèches 

indiquent la direction du mouvement des cellules. 

(Bijman et al., 2006) 

L’effet sur les fibres de stress est également observé dans les expériences faites par notre 

laboratoire, où un traitement par du paclitaxel ainsi qu’un traitement par l’épothilone B sur 

différentes lignées cellulaires cancéreuses ou immortalisées induit la perte des fibres de stress 

(Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Targa et al., 2019). Il a également été récemment montré que 

le paclitaxel induisait des changements conformationnels de l’actine, ainsi qu’une 
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augmentation des protéines kératines des filaments intermédiaires avec un changement 

d’interaction entre eux (Chavez et al., 2019).  

Un quatrième élément du cytosquelette à être affecté par un traitement par le paclitaxel 

correspond aux septines. En présence de paclitaxel, les septines présentes en condition basale 

sur les microfilaments d’actine, relocalisent vers les MTs (Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Targa 

et al., 2019). Cette relocalisation participe à un mécanisme de résistance détaillé brièvement 

plus bas, et analysé de façon plus approfondie dans cette thèse.  

VI.III Les mécanismes de résistance au paclitaxel  

 
Malgré son utilisation sur de nombreux cancers solides, la résistance au paclitaxel représente 

un obstacle majeur à l’amélioration de la réponse globale et la survie des patients cancéreux. 

Une résistance au paclitaxel est définie comme la progression de la maladie durant le 

traitement ou la réapparition du cancer après le traitement. C’est un processus multifactoriel 

dont la compréhension permettra d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques et 

d’améliorer la réponse aux traitements anti-cancéreux.  

VI.III.A Efflux du paclitaxel en dehors la cellule  

 

La surexpression de la pompe d’efflux P-glycoprotéine (P-gp) est responsable de l’éjection des 

vinca-alcaloïdes et des taxanes en dehors de la cellule (Fojo and Menefee, 2005). Les pompes 

d’efflux MRP2 et MRP7 sont aussi liées à l’éjection du paclitaxel (Hopper-Borge et al., 2004 ; 

Huisman et al., 2005). Cette diminution de la concentration intracellulaire de la drogue 

limitant son efficacité, l’usage de drogues inhibitrices de pompes d’efflux est exploré avec des 

molécules telles que la coumarine (Tripathi and Misra, 2016), ou des inhibiteurs de tyrosine 

kinase (TKI) qui rentrent en compétition avec le paclitaxel pour la fixation à la pompe à efflux 

(Bender et al., 2017). De nouvelles façons d’administrer la drogue ont aussi été développées 

afin d’échapper à ce système d’efflux, telle que l’administration de la drogue par des 

nanoparticules endocytées par la cellule (Li et al., 2016).  

VI.III.B Changements au niveau des MTs  

 

Les niveaux d’expression des isotypes de tubuline dans les cellules cancéreuses sont différents 

de ceux des cellules d’un tissu sain. En effet, un niveau d’expression important de βIII-tubuline 

est impliqué dans la résistance tumorale aux taxanes. Ceci est observé au niveau du poumon 
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(Levallet et al., 2012 ; Person et al., 2017), des seins (Hasegawa et al., 2003 ; Lebok et al., 2016) 

et des ovaires (Izutsu et al., 2008 ; Martinelli et al., 2018). De plus, la surexpression des βI-

tubuline et βIVa-tubuline a été respectivement corrélée avec la résistance aux taxanes dans 

les cancers du sein et des ovaires (Kavallaris et al., 1997 ; Hasegawa et al., 2003). 

Contrairement à βI, βIII et βIVa, l’isotype βII est sous-exprimé dans certaines tumeurs, 

indiquant une inefficacité des traitements par du paclitaxel (Ohishi et al., 2007). La résistance 

aux traitements est due aux différences de propriétés dynamiques des isotypes de β-tubuline. 

Des études in vitro montrent que la βIII-tubuline est la plus dynamique parmi les différents 

isotypes (Panda et al., 1994). Les MTs enrichis en βIII-tubuline sont caractérisés par des 

fréquences de catastrophes (dépolymérisation) plus importantes (Pamula et al., 2016), ce qui 

pourrait contrecarrer l’effet stabilisateur des taxanes. Des études effectuées dans notre 

laboratoire ont montré que les cellules mammaires de cancer du sein MDA-MB 231, adaptées 

à long terme au paclitaxel, engendre également une surexpression des isotypes βIII et βIV de 

tubuline (Froidevaux-Klipfel et al., 2011). 

Dans différentes lignées cellulaires résistantes au paclitaxel, des mutations de β-tubuline ont 

aussi été détectées, altérant la dynamique des MTs et pouvant contrecarrer l’effet 

stabilisateur du paclitaxel (Gonzalez-Garay et al., 1999 ; Orr et al., 2003). Des modifications 

post-traductionnelles au niveau de la partie C-terminale des tubulines affectent leur 

interaction avec de nombreuses MAPs impliquées dans la régulation de la dynamique 

microtubulaire. Ces modifications sont induites par la stabilisation, et donc la plus grande 

durée de vie des MTs sous paclitaxel. Par exemple, l’isotype βIII est plus polyglutamylé après 

un traitement par du paclitaxel dans le cas du carcinome embryonnaire P19 (Laferrière and 

Brown, 1996). La comparaison des cellules A549 de carcinome pulmonaire humain sensibles 

et résistantes au paclitaxel met en évidence une variation du recrutement des MAPs sur les 

MTs. En effet, les cellules résistantes montrent une augmentation du niveau protéique de 

stathmine favorisant les catastrophes et une inactivation de la MAP stabilisatrice MAP4 (Orr 

et al., 2003). Une augmentation de certaines modifications post-traductionnelles a aussi été 

observée dans les MDA-MB 231 résistantes au paclitaxel par un nouveau mécanisme 

découvert dans notre laboratoire. Il s’agit de la retyrosination et de la polyglutamylation. Dans 

ces cellules mammaires de cancer du sein, l’adaptation à long terme au paclitaxel, induite par 

la surexpression de plusieurs septines, dont la SEPT9_i1 de mauvais pronostic, met en 
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évidence une relocalisation des septines de l’actine vers les MTs. Sur les MTs, les septines 

servent d’échafaudage pour recruter les enzymes impliquées dans la polyglutamylation de la 

tubuline polymérisée pour réguler finement la longueur des chaines de glutamate. Ce dialogue 

septine/MT résulte en un recrutement accru sur le MT du facteur de sauvetage CLIP170 et de 

la kinésine dépolymérisante MCAK, afin d’augmenter la dynamique microtubulaire, limitant 

ainsi l’effet stabilisateur du paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Targa et al., 2019).  

D’autres MAPs antagonisent l’effet du paclitaxel sur la dynamique des MTs telles que ATIP3 

(AT2 receptor-interacting protein), qui est codée par le gène suppresseur de tumeur MTUS1 

(Microtubule-associated TUmor Suppressor 1) (Nouet et al., 2004). C’est une MAP 

stabilisatrice de MTs qui, en entrant en compétition avec EB1 et en l’empêchant de se fixer à 

l’extrémité en croissance de la lattice, entraîne une diminution de la croissance microtubulaire 

(Molina et al., 2013 ; Velot et al., 2015). Alors qu’une diminution d’expression d’ATIP3 est 

associée aux cancers du sein les plus agressifs (Rodrigues-Ferreira et al., 2009) car augmentant 

la prolifération, la migration et l’invasion cellulaire (Rodrigues-Ferreira et al., 2009), de façon 

contre-intuitive, un faible niveau d’ATIP3 est actuellement considéré comme biomarqueur 

prédictif d’une meilleure efficacité d’un traitement par du paclitaxel (Rodrigues-Ferreira et al., 

2020). La déplétion d’ATIP3 améliore les effets pro-apoptotiques du paclitaxel en induisant 

une aneuploïdie excessive (Rodrigues-Ferreira et al., 2019), indiquant de nouveau que le 

niveau d’ATIP3 est un réel indicateur de la sensibilité de la tumeur au paclitaxel.  

VI.III.C D’autres mécanismes   

 

Beaucoup d’autres mécanismes de résistance au paclitaxel ont été identifiés. L’équipe de 

(Ben-Hamo et al., 2019) a montré comment on peut personnaliser les traitements anti-

cancéreux en regardant les variants de la séquence du gène Bcl-2 anti-apoptotique 

normalement ciblé par le paclitaxel. Ils montrent que selon les variants de ce gène, même de 

l’ordre d’un nucléotide, la sensibilité au paclitaxel varie. Ainsi, l’évaluation de ces variants dans 

chaque patient permettra de personnaliser les traitements. Le travail de (Ajabnoor et al., 

2012) montre qu’en comparant les cellules MCF-7 sensibles à celles résistantes au paclitaxel, 

des changements dans la réponse à la mort cellulaire ont lieu, contribuant à la résistance. En 

effet, dans les cellules résistantes, le niveau cellulaire des caspases 7, 8 et de BIM (Bccl-2 

interacting mediator of cell death), impliquées dans l’apoptose, est diminué. Une inhibition 

de BIM seul par siRNA dans les cellules sensibles induit une résistance au paclitaxel. Ainsi, la 
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résistance au paclitaxel est multifactorielle, et est détaillée dans la revue : (Maloney et al., 

2020) 

VI.IV Les conséquences de la résistance au paclitaxel  
 

Le cancer du sein est la deuxième cause de mortalité chez les femmes. En 2018, plus de 2 

millions de femmes, mondialement, ont été atteintes de cancer du sein avec plus de 600 000 

décès (Bray et al., 2018). Le paclitaxel utilisé dans des cas précoces et avancés de cancer du 

sein métastasique possède un taux d’efficacité de 30 à 70% en première ligne (Rivera and 

Gomez, 2010). Ceci est dû à la résistance innée ou acquise au paclitaxel. Il en va de même pour 

le carcinome hépatocellulaire (CHC), un autre cancer hautement mortel avec 10 à 20% de cas 

traités par chirurgie. Le traitement par chimiothérapie est compliqué à cause des mécanismes 

de résistance. Le paclitaxel administré par perfusion intraveineuse à 175 mg/m2 pour 3h 

toutes les 3 semaines n’a pas d’effet significatif sur les tumeurs de patients atteints de CHC 

(Chao et al., 1998).  

La découverte de nouvelles cibles thérapeutiques est donc nécessaire pour augmenter la 

sensibilité des cellules cancéreuses aux traitements par chimiothérapie. Ces nouvelles cibles 

doivent avoir un effet sélectif sur les cellules cancéreuses avec le moins possible d’effets 

secondaires affectant les cellules saines.  
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Présentation du premier volet du travail  
 

La résistance des cellules tumorales au paclitaxel est fréquente et limite son efficacité. Cette 

chimiorésistance est multifactorielle et implique différents mécanismes tels que des 

mutations du gène de βI-tubuline, des modifications d’expression des isotypes de βIII- ou βIV-

tubuline, ou des altérations d’expression de protéines associées aux MTs. Tous ces 

mécanismes de résistance mènent à l’augmentation de la dynamique des MTs afin de 

s’opposer à l’effet stabilisateur du paclitaxel.  

Au laboratoire, un nouveau mécanisme de résistance au paclitaxel a été découvert dans les 

cellules humaines MDA-MB 231 de cancer du sein. Ces cellules qui ont été rendues résistantes 

au paclitaxel présentent non seulement une surexpression des septines, en particulier celle 

de l'isoforme 1 de SEPT9 (SEPT9_i1), mais aussi une relocalisation complète des filaments de 

septines, de l'actine vers les MTs polyglutamylés (Froidevaux-Klipfel et al., 2011 ; Froidevaux-

Klipfel et al., 2015). Il a été démontré que la présence des filaments de septines sur les MTs 

entraînait le recrutement du facteur de sauvetage CLIP-170 et de la kinésine dépolymérisante 

MCAK, résultant en une augmentation de la dynamique des MTs, et contrecarrant ainsi l'effet 

stabilisateur du paclitaxel. 

Alors que ce nouveau mécanisme de résistance avait été identifié dans des cellules adaptées 

au long cours au paclitaxel, la première partie de ma thèse s’est intéressée à analyser l’effet 

d’un traitement en aigu sur le phénotype de relocalisation des septines qui s’avère être une 

caractéristique précoce de l’acquisition de la résistance à la drogue. Mes travaux ont été 

intégrés aux résultats du doctorant précédent et publiés en 2019 dans Cell Death & Disease. 

Ce manuscrit intitulé « Septin filament coalignment with microtubules depends on SEPT9_i1 

and tubulin polyglutamylation, and is an early feature of acquired cell resistance to paclitaxel 

» comprend un premier volet où il a été mis en évidence que la surexpression d’une septine 

de chaque groupe comme retrouvé au niveau des filaments était suffisante pour induire une 

résistance dans différentes lignées sensibles dès lors que SEPT9_i1 était incluse dans ce pool 

de septines surexprimées. La polyglutamylation des MTs s’était alors avérée n’être qu’un 

potentialisateur de ce processus de relocalisation. Ma contribution à ce travail, dans un 

deuxième volet, a permis de montrer dans au moins deux des lignées cellulaires sensibles, 

HHL16 et RPE-1 (respectivement des hépatocytes et des cellules épithéliales pigmentaires de 
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la rétine immortalisées), qu’un traitement aigu de 24h avec des concentrations en paclitaxel 

d’environ 3 fois l’IC50 entraîne rapidement une relocalisation complète des filaments de 

septines, de l’actine vers les MTs, indiquant probablement qu’il s’agit d’un phénomène 

général. J’ai pu aussi observer que les cellules qui répondaient le plus facilement et le plus 

rapidement au paclitaxel étaient celles qui avaient un niveau basal élevé de SEPT9_i1, une 

isoforme de SEPT9 déjà connue pour être liée à un mauvais pronostic. En effet, dans les 

cellules cancéreuses mammaires MDA-MB 231 sensibles, qui expriment principalement 

l’isoforme 3 de SEPT9, un traitement aigu par du paclitaxel n’induit pas de relocalisation des 

septines. Seules les cellules de cette lignée exposées au long cours à cet agent 

pharmacologique (MDA-MB 231 résistantes) qui s’étaient adaptées en surexprimant SEPT9_i1 

avaient alors exhibé ce phénotype de relocalisation et étaient devenues résistantes. Ces 

résultats indiquent que la relocalisation des filaments de septines sur les MTs requiert la 

présence de SEPT9_i1 et est un événement précoce clé pour que la résistance au paclitaxel 

puisse avoir lieu.  
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Septin filament coalignment with
microtubules depends on SEPT9_i1 and
tubulin polyglutamylation, and is an early
feature of acquired cell resistance to
paclitaxel
Benjamin Targa1, Laurence Klipfel2, Isabelle Cantaloube1, Joëlle Salameh1, Béatrice Benoit1, Christian Poüs1,3 and
Anita Baillet1

Abstract
Cancer cell resistance to taxanes is a complex, multifactorial process, which results from the combination of several
molecular and cellular changes. In breast cancer cells adapted to long-term paclitaxel treatment, we previously
identified a new adaptive mechanism that contributes to resistance and involves high levels of tubulin tyrosination
and long-chain polyglutamylation coupled with high levels of septin expression, especially that of SEPT9_i1. This in
turn led to higher CLIP-170 and MCAK recruitment to microtubules to enhance microtubule dynamics and therefore
counteract the stabilizing effects of taxanes. Here, we explored to which extent this new mechanism alone could
trigger taxane resistance. We show that coupling septins (including SEPT9_i1) overexpression together with long-chain
tubulin polyglutamylation induce significant paclitaxel resistance in several naive (taxane-sensitive) cell lines and
accordingly stimulate the binding of CLIP-170 and MCAK to microtubules. Strikingly, such resistance was paralleled by
a systematic relocalization of septin filaments from actin fibers to microtubules. We further show that this relocalization
resulted from the overexpression of septins in a context of enhanced tubulin polyglutamylation and reveal that it
could also be promoted by an acute treatment with paclitaxel of sensitve cell displaying a high basal level of SEPT9_i1.
These findings point out the functional importance and the complex cellular dynamics of septins in the onset of cell
resistance to death caused by microtubule-targeting antimitotic drugs of the taxane family.

Introduction
Paclitaxel induces cell death, making it a successful

drug for anticancer chemotherapy. However, several

superimposed mechanisms of resistance limit the extent
of paclitaxel use in therapeutics1. A new mechanism
contributing to such chemoresistance was uncovered in
the laboratory, involving the overexpression of septins
coupled to tubulin modifications2,3.
Septins are filamentous GTPases involved in a vast array

of cellular functions in which they mainly behave as dif-
fusion barriers or as scaffolds4,5. In mammals, there are
13 septin genes grouped in four families6. Septins arrange
into palindromic octamers: SEPT9-SEPT7-SEPT6-
SEPT2-SEPT2-SEPT6-SEPT7-SEPT9, which then can
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assemble into higher structures like filaments, gauzes or
rings7,8. Each of the septin gene loci can generate several
transcripts. The sept9 locus engenders at least 15 iso-
forms9 and the overexpression of SEPT9_i1, one of the
largest isoforms, has already been involved in ovarian
cancer tumorigenesis10, head and neck cancers11, and
breast cancer progression12,13. In interphase cells, septins
can be found on membranes14,15, on actin stress fibers7,16

and/or on microtubules (MTs) in a few cell types17 where
they were proposed to play a role in the regulation of MT
guidance and organization18.
MT dynamics can be modulated by post-translational

modifications (PTMs) of tubulin19. The detyrosination/
retyrosination cycle20–22 was involved in breast cancer cell
resistance to paclitaxel23. Tubulin polyglutamylation
(polyE), which was shown to modulate protein interac-
tions with MTs24,25 and thus to control MT dynamics,
consists in the branching and in the elongation of (Glu)n
side chains on both α- and/or β-tubulin. It is catalyzed by
tubulin tyrosine ligase like (TTLL) glutamylases. TTLL4,
5, or 7 start the branching by adding a single glutamate
whereas the elongation is catalyzed by TTLL1, 6, 11,
or 1326,27.
Previous studies have shown that cell resistance to

paclitaxel is a multifactorial process1,28. In addition, we
have shown previously2,3 that long-term paclitaxel adap-
tation of MDA-MB 231 breast cancer cells (paclitaxel-
resistant; Tr) resulted in additional changes: (i) in the
occurrence of high levels of long-chain polyE and in TTL
(Tubulin Tyrosine Ligase)-mediated tubulin retyrosina-
tion, (ii) in global septin overexpression together with a
partial replacement of SEPT9_i3 (the main isoform of
paclitaxel-sensitive cells; Ts) by SEPT9_i1, and (iii) in a
higher recruitment to MTs of plus end-tracking proteins
(+TIPs) that control catastrophes (MCAK) and rescues
(CLIP-170). Knocking-down each of these actors led to
the reversion of chemoresistance, allowing us to propose
this new resistance mechanism. Strikingly, it was paral-
leled by a dramatic relocalization of septins from actin
filaments to MTs in resistant cells3.
Here, to determine to which extent this mechanism

alone could trigger taxane resistance, we studied the
respective contributions of tubulin modifications and of
septin overexpression to the chemoresistant phenotype in
MDA-MB 231 taxane-sensitive (Ts) and in a variety of
naive cells. We found that the most effective set of
modifications consisted in the simultaneous over-
expressions of TTLL5, TTLL11, SEPT2, SEPT6, SEPT7
and SEPT9_i1, and that this combination caused the
relocalization of septin filaments from actin to MTs,
consistent with the phenotype observed in long-term
paclitaxel-adapted cells. We also show for the first time
that septin relocalization occurred early in response to
acute paclitaxel treatment, and that cell lines that

constitutively express a high level of SEPT9_i1 were more
prone to undergo such a phenotype. Together, these
results indicate that septin overexpression and relocali-
zation to MTs is a key event to allow paclitaxel resistance
to take place.

Results
Paclitaxel resistance is promoted by the overexpression of
octamer-forming septins, and is further enhanced by MT
polyglutamylation
By RNAi depletion, we previously identified four new

factors involved in paclitaxel resistance: TTL, TTLLs,
septins and +TIPs3. Here, in a reverse approach, we
investigated which of these actors, alone or in combina-
tion, are sufficient to induce a significant level of pacli-
taxel resistance. As we showed that +TIPs function
downstream of tubulin modifications and septins to
confer chemoresistance3, we focused on the three other
factors to determine their role in taxane-resistance
acquisition. To this end, we first overexpressed combi-
nations of TTLLs and septins in taxane-senstive (Ts)
MDA-MB 231 cells, the cell line from which the long-
term paclitaxel-adapted (Tr) cells originated2. To deter-
mine whether resistance was restricted to breast cancer
cells, we also studied cancer cells from other origins
(HeLa and HuH7). The study was further extended to
immortalized cells (RPE-1) and even to non-human
fibroblasts (CHO), to evaluate the universality of the
MT-dependent resistance mechanism we uncovered3.
First of all, transfection efficacy and specificity were ver-
ified (Figs. S1 and S2). Drug resistance was determined
from experiments that consisted in 72 h-exposure to
increasing paclitaxel concentrations followed by mea-
surement of cell survival in MTT assays relative to cells
expressing eGFP as a control. Figure 1a.1 shows that the
overexpression of TTLL5 (branching) and TTLL11
(elongating) is not sufficient to cause Ts cells to resist
paclitaxel. A low level of resistance was induced when
each of the SEPT9 isoforms identified in MDA-MB
231 cells (either SEPT9_i3 or the bad prognosis SEPT9_i1
isoform) was overexpressed alone (Fig. 1a.1). When the
whole set of filament-forming septins (SEPT2,6,7,9) was
overexpressed, especially when it included SEPT9_i1
(Fig. 1a.3) or when MT polyglutamylation was enhanced
in the case of the presence of SEPT9_i3 (Fig. 1a.2), a
proportion of Ts cells resisted paclitaxel up to ~10 nM.
The overexpression of the SEPT9_i1 isoform together
with that of other septins enhanced cell resistance to
paclitaxel to an intermediate level, and resistance was
even higher when septin overexpression was combined
with that of polyglutamylation enzymes (Fig. 1a.3 and
1a.4). To reinforce the significance of the above MTT
assays, we further verified that the overexpression of
septins in association or not with polyglutamylases limits
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Fig. 1 (See legend on next page.)
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the release of DNA fragments in the cytoplasm, reflecting
the reduction in apoptotic cell death (Fig. 1b).
Overexpressing TTL alone also caused cells to resist

paclitaxel to an intermediate level (Fig. 2.1). Note that
combining TTL overexpression with that of septins alone,
whatever the SEPT9 isoform (Fig. 2.1), or with that of the
polyglutamylases TTLL5 and 11 did not further enhance Ts
cells resistance (Fig. 2.2 and 2.3). When SEPT9_i1 was
included in the combination, overexpressing TTL on top of
TTLLs even had a negative effect on resistance (Fig. 2.3). In
our model of taxane resistance, TTL was an important
upstream actor to allow effective long-chain polyglutamya-
tion of tubulin and septin recruitment to MTs3. The fact
that TTL overexpression failed to increase the resistance
conveyed by TTLL and septin overexpression revealed that
overexpressed TTLLs bypassed the need for TTL to sti-
mulate long-chain polyE. It also indicated that TTL con-
ferred some level of taxane resistance independently from
the polyE/septins pathway, in keeping with the notion that
tubulin tyrosination is required for the recruitment of CLIP-
170 and MCAK on MTs29,30.
The same viability assays were repeated in RPE-1, HeLa,

CHO and HuH7 cells, which are all sensitive to paclitaxel
as evidenced by their respective IC50 (Fig. 3a, top panel).
MTT cell survival assays were conducted in four different
conditions according to the levels of septin expression
and of tubulin polyglutamylation: Control, TTLL5,11,
SEPT2,6,7,9_i1 and TTLL5,11+ SEPT2,6,7,9_i1. Except
for HuH7 hepatoma cells, which displayed low to inter-
mediate resistance only at very low concentrations of
paclitaxel (1 nM and 2 nM, respectively), each of the other
cell lines behaved like MDA-MB 231 Ts cells (Figs. 3b, c
and S3). They resisted paclitaxel when the whole set of
polyglutamylation enzymes and septins was over-
expressed. The overexpression of septins alone caused a
milder resistant phenotype. Regarding polyglutamylase
overexpression, it consistently failed to cause resistance,
except perhaps in CHO and HuH7 cells at 2 nM paclitaxel
(Fig. 3c). Figure 3a (bottom panel) shows the relative

increases in IC50 for paclitaxel, as determined from the
responses to MTT cell survival assays (Fig. 3b, c).

Septins and tubulin polyglutamylation contribute to CLIP-
170 and MCAK recruitment to MTs
We previously showed in our Tr model3 that the

increase of CLIP-170 and MCAK on MTs contributed to
chemoresistance, downstream of tubulin modifications
and septin recruitement to MTs. As tubulin tyrosination
is a key factor to allow the binding of these +TIPs to
MTs29,30, we next wondered whether tubulin poly-
glutamylation and/or septins also contributed to this
recruitment. In a way that paralleled what we observed
above for the induction of paclitaxel resistance, Ts cells
overexpressing the combination of TTLL5,11 alone did
not display a higher recruitment of CLIP-170 and MCAK
in MT fractions (Fig. 4a). In contrast, overexpressing a
combination of septins (SEPT2,6,7,9_i1) increased CLIP-
170 and MCAK levels in the MT fractions. This effect was
even higher when long-chain tubulin polyglutamylation
was stimulated in parallel (Fig. 4a). Note that these phe-
notypes occurred while TTL was not overexpressed,
suggesting that an increased recruitment of these +TIPs
is also stimulated by septin recruitment on MTs.
Increased levels of CLIP-170 and MCAK in the MT
fractions were also observed in the RPE-1 cell line
(Fig. 4b), confirming that the overexpression of septins
combined with that of polyglutamylases may cause an
enhanced recruitment of these proteins not only in cancer
cells.

The combined overexpression of septins and of
polyglutamylation enzymes that optimizes paclitaxel
resistance causes the relocalization of septin filaments to
MTs, independently of paclitaxel stimulation
Another striking phenotype that distinguished Ts from

Tr cells is the subcellular localization of septin filaments
that shifted from actin fibers to MTs, respectively (ref. 3

and Fig. 5a). Furthermore, SEPT9_i1 expression was

(see figure on previous page)
Fig. 1 The overexpression of a SEPT9_i1-containing set of filament-forming septins is necessary and sufficient to confer paclitaxel
resistance, and is further enhanced upon microtubule polyglutamylation. a MTT assays were conducted in paclitaxel-sensitive (Ts) MDA-MB
231 cells in conditions that enhanced either tubulin long-chain polyglutamylation (overexpression of the branching TTLL5 and elongating TTLL11
enzymes) or overexpression of a septin pattern including SEPT9_i1 or_i3, or both. After a 72h-exposure to the paclitaxel concentrations indicated, cell
survival was measured. Each point is the mean ± s.e.m of at least 10 independent experiments. Statistical analysis is based on the overall comparison
of the curves *p ≤ 0.05, **p ≤ 0.01, ***p ≤ 0.001. Statistical significance of the comparisons with the negative control is color-coded as indicated. The
colors also correspond to the additional percentages of cell survival compared to those of control cells at the IC50: absence of resistance (blue), low
level of resistance (light orange, ≤10%), intermediate level (orange, between 10 and 20%) and high level of resistance (red, >20%). The table
summarizes the effect (color-coded) of each effector alone or in combination, and indicates the panel(s) displaying the data. b MDA-MB 231 Ts cells
were subjected to the overexpression of the indicated plasmids and cell death was quantified 24 h after exposure to paclitaxel by measuring the
cytoplasmic release of histone-associated DNA fragments relative to the values without paclitaxel. Each point is the mean ± s.e.m. of at least three
independent experiments. *p ≤ 0.05, **p ≤ 0.01
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increased in Tr cells while SEPT9_i3 was the main SEPT9
isoform in Ts cells. Also, SEPT9_i1-enriched septin fila-
ments are associated with MTs that bear long poly-
glutamate side chains in resistant Tr cells3. We wanted to
determine to which extent this change of localization
resulted from the induction of tubulin polyglutamylation
and/or from the expression of a specific SEPT9 isotype.
We thus tested which of tubulin long-chain poly-

glutamylation and/or septin overexpression (including
SEPT9 isoform variation) was required to make the
endogenous septin filaments coalign with MTs. As shown
in Fig. 5b, the stimulation of tubulin polyglutamylation
alone was not sufficient to displace septin filaments from
actin fibers to MTs. Next, all the conditions in which
SEPT9 alone (either the _i1 or the _i3 isoform) was
overexpressed, in combination or not with the poly-
glutamylation enzymes, also failed to relocalize endo-
genous septin filaments, indicating that SEPT9 (even the
_i1 isoform which can physically interact with tubulin31)
does not have a role by itself in this change of septin
subcellular localization. Moreover, as the overexpression
of an individual septin may form artifactual homo-
oligomers32 and mimic physiological filament coalign-
ment with MTs, we also overexpressed SEPT9 isoforms
together with other filament-forming septins and followed
total SEPT2 (endogenous and overexpressed) by immu-
nofluorescence to actually reflect the behavior of endo-
genous septin filaments. In these conditions, when
filament-forming septins included SEPT9_i1, a partial
relocalization of septin filaments to MTs could be
observed, mostly on perinuclear MTs forming bundles
(Fig. 5b). This relocalization was complete when septin
overexpression was combined with effective long-chain
polyglutamylation that resulted from the overexpression
of both TTLL5 and TTLL11 (Fig. 5b). The latter

Fig. 2 TTL overexpression does not enhance paclitaxel resistance
induced by the overexpression of septins and polyglutamylases.
MTT assays were conducted in paclitaxel-sensitive (Ts) MDA-MB
231cells in conditions that enhanced or not tubulin retyrosination
(overexpression of the Tubulin Tyrosine Ligase TTL) combined with
increased tubulin long-chain polyglutamylation (overexpression of
TTLL5 and TTLL11 enzymes) or overexpression of a septin set including
SEPT9_i1 or_i3, or both. Each bar is the mean ± s.e.m of at least 10
independent experiments. Statistical analysis is based on the overall
comparison of the curves *p ≤ 0.05, **p ≤ 0.01, ***p ≤ 0.001. Statistical
significance of the comparisons with the negative control is color-
coded as indicated. The colors also correspond to the additional
percentages of cell survival compared to those of control cells at the
IC50: absence of resistance (blue), low level of resistance (light orange,
≤10%), intermediate level (orange, between 10 and 20%) and high
level of resistance (red, >20%). The table summarizes the effect (color-
coded) of each effector alone or in combination, and indicates the
panel(s) displaying the data
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Fig. 3 Long-chain polyglutamylation of tubulin and septin overexpression are necessary and sufficient to confer paclitaxel resistance to
multiple cell lines. a The IC50 for paclitaxel of untreated paclitaxel-sensitive (Ts) MDA-MB-231cells, RPE-1, HeLa, CHO and HuH7 cells or in conditions
that enhanced either tubulin long-chain polyglutamylation or septin pattern overexpression including SEPT9_i1 or both, were measured using MTT
assays with drug concentrations ranging from 0 to 100 nM paclitaxel. The values shown are the mean ± s.e.m. of at least four independent experiments.
b, c MTT assays were conducted in paclitaxel-sensitive (Ts) MDA-MB-231cells, RPE-1, HeLa, CHO, and HuH7 cells in conditions that enhanced either
tubulin long-chain polyglutamylation or septin pattern overexpression including SEPT9_i1, or both. After a 72h-exposure to the paclitaxel concentrations
indicated, cell survival was measured. Each bar is the mean ± s.e.m of at least four independent experiments. *p ≤ 0.05, **p ≤ 0.01, ***p ≤ 0.001
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situations contrasted with the conditions that comprised
SEPT9_i3. In these cases, overexpressing septins alone did
not allow septin filaments to relocalize from actin fibers to
MTs (Fig. 5b), and combining the overexpression of this
septin profile with long-chain polyglutamylation only
moderately caused septin filaments to coalign with MTs,
which is also in accordance with the lower level of resis-
tance shown by cell viability data (see Fig. 1, right panels).
The functional importance of combining long-chain

tubulin polyglutamylation and SEPT9_i1 expression to
trigger septin coalignment with MTs was further verified in
other cell types. As shown in Fig. 6, the relocalization of
endogenous septin filaments was also observed in RPE-1,
HeLa and CHO cells, the same 3 cell lines in which pacli-
taxel resistance could be significantly induced (see Fig. 3c).
Consistent with this parallel between paclitaxel resistance
and septin relocalization, HuH7 cells, which only resisted
very low concentrations of paclitaxel (see Fig. 3c), did not
exhibit a displacement of their septin filaments to MTs, as
visualized by the labelling of SEPT2 (Fig. 6, bottom line).

Cells that survive acute paclitaxel treatment exhibit MT-
bound septins
Our above results show that septin relocalization trig-

gered by septin overexpression (including SEPT9_i1) in a

context of long-chain tubulin polyglutamylation was well
correlated with cell survival to a 72 h exposure to pacli-
taxel. To confirm that this change in septin subcellular
location could be actually causative of the onset of a cell
resistance, we treated different untransfected cell lines
using 24 h acute treatment with paclitaxel at a con-
centration three-times higher than their respective IC50.
Figures 7a, d, S4 and S5 show that, except for MDA-MB
231 Ts, a partial or complete relocalization of septin
filaments occurred from the actin cytoskeleton to the MT
network. As this relocalization seems to be a general
feature of cancer and non-cancer cell response to acute
paclitaxel treatment, we further analyzed this cytoskeleton
reorganization in the two RPE-1 and HHL16 immorta-
lized cell lines that were both good responders to pacli-
taxel and easy to image. We next eliminated the
hypothesis that the change in septin location could ori-
ginate from enhanced septin expression following pacli-
taxel treatment (Fig. 7b). It is worth noting, especially in
RPE1 (Fig. 7a) or HeLa (Fig. S5) cells, that the relocali-
zation of septins to MTs is accompanied by a loss of thick
actin stress fibers. This is in agreement with the role of
septins in stabilizing actin fibers33. We also noticed that
the higher the concentration of paclitaxel we used, the
faster septins relocalized to MTs (Data not shown).

Fig. 4 Overexpression of a SEPT9_i1-containing set of septins stimulates the recruitment of CLIP-170 and MCAK to microtubules, which is
amplified by long-chain tubulin polyglutamylation. MT fractions from Ts (a) or RPE-1 (b) cells subjected to TTLL and/or septin overexpression as
indicated were analyzed for the recruitment of various +TIPs (EB1, CLIP-170, and MCAK). The polyE antibody recognizes glutamate chains composed
of at least three glutamic acids. The polyE signal is therefore a reflection of elongating TTLL activity. Tubulin was used as a loading control. The
quantitative data are the ratio of the intensity of the protein of interest to that of α-tubulin for the blot shown
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Fig. 5 Paclitaxel-independent septin relocalization from actin fibers to microtubules is complete upon the overexpression of SEPT9_i1-
containing set of septins combined with long-chain polyglutamylation in the MDA-MB 231 breast cancer cell line. a Subcellular localization
of septin filaments in the paclitaxel-sensitive (Ts) and -resistant (Tr) MDA-MB 231 cell lines. Septin filaments associated with actin fibers in Ts cells
mainly comprise SEPT9_i3, while SEPT9_i1 is the main long SEPT9 isoform recovered in septin filaments, which are associated with long-chain
polyglutamylated MTs in paclitaxel-adapted Tr cells3. Endogenous SEPT2 was used to reveal the localization of septin filaments in Ts and Tr cells.
b Subcellular septin localization in Ts cells overexpressing various combinations of septins and TTLL enzymes alone or in association. SEPT2 labelling
was used to detect endogenous septin filaments. With the exception of SEPT9_i1, which bears the V5 tag, all septins are GFP-tagged. TTLL enzymes
are coexpressed with CFP. The bottom-left panels show examples of differential septin localization in transfected (t) versus non-transfected (nt) cells
in the same field. The images shown are representative of at least three independent experiments. Scale bars= 10 µm
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Measuring the time-course of cell survival in both RPE-1
and HHL16 cell lines showed that strikingly, all the cells
that survived the two highest concentrations of paclitaxel,
exhibited septin filaments coaligned with their MTs
(Fig. 7c), further indicating that when it actually occurs,
this septin relocalization plays a key role in cell survival/
resistance to paclitaxel treatment. As long-term adapted
MDA-MB 231 Tr cells exhibit an elevated level of
SEPT9_i1 compared to their sensitive counterpart Ts3,
the differential behavior between MDA-MB 231 Ts,
HuH7 and the other cell lines is likely to originate from
differences in the basal level of SEPT9_i1. Indeed, all the
cell lines that displayed strong septin relocalization after
paclitaxel treatment actually exhibited a high basal level of
SEPT9_i1 expression (Fig. 7e, f). The low basal level of
SEPT9_i1 expression in HuH7 and its absence in MDA-
MB 231 Ts cells correlates well with their respective
partial or barely detectable relocalization of septin fila-
ments to MTs (Fig. 7f). In addition, short-term paclitaxel
treatment failed to stimulate SEPT9_i1 expression in
MDA-MB 231 Ts and HuH7 cells, pointing out that a
high basal level is determinant to induce such a quick

relocalization, whether the cells are cancerous or not. This
result also suggests that cell lines with a low basal level of
SEPT9_i1 expression might need a longer adaptation to
resist the drug.

Discussion
Cancer cell resistance to taxanes is a multifactorial

process that involves a great variety of cellular adaptation
means1,28. We previously uncovered a new septin- and
tubulin polyglutamylation-dependent mechanism that
contributes to long-term cell adaptation to taxanes3.
While the inhibition of each of these actors partially
restored paclitaxel sensitivity3, here we sought to deter-
mine to which extent they were sufficient to trigger
resistance in various paclitaxel-naive cells. We show that
modifying tubulin alone failed to cause resistance. In
contrast, overexpressing a set of filament-forming septins
(SEPT2,6,7,9), especially when it comprised SEPT9_i1,
was sufficient to cause significant paclitaxel resistance that
was further enhanced upon the induction of MT poly-
glutamylation. Strikingly, this resistance appeared to be
tightly linked to the early relocalization of septin filaments

Fig. 6 Paclitaxel-independent subcellular relocalization of endogenous septin filaments to microtubules occurs following the combined
overexpression of polyglutamylases (TTLL5,11) and septins (2,6,7,9_i1) in diverse cell lines. a Immunofluorescent images of endogenous
SEPT2 (green) and actin (phalloidin; red) in cells. The overlay images show that septin fibers colocalize with actin stress fibers in each cell line.
b Immunofluorescent images show endogenous SEPT2 (green), overexpressed SEPT9_i1 and alpha-tubulin (red). Septin filaments relocalize to MTs
when polyglutamylases and septins (including SEPT9_i1) are overexpressed in CHO, RPE-1, and HeLa cells and only partially in HuH7 cell line. The
images shown are representative of at least three independent experiments. Scale bars= 10 µm
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from actin fibers to MTs, as shown upon acute paclitaxel
treatment.
Tubulin polyglutamylation is a complex modification34,

which plays an important role in neuropathology as
shown in mice defective for a glutamate chain-reducing
enzyme (CCP1), which display Purkinje cell degenera-
tion35,36. A link between tubulin polyglutamylation and
cancer cell resistance to MT-targeting agents has already
been proposed in estramustine-resistant prostatic cancer
cells37, but no mechanism was proposed to explain it.
Septin filaments, which have been identified as a new

cytoskeleton element38, may display a great variety of
subcellular organizations according to the organelle or
structure they associate with. Apart from their assembly
on membranes of specific curvature and lipid composi-
tion39 or their ability to form free rings in the cytoplasm7,
they also associate with cytoskeleton components, mostly
with actin filaments16,40,41 and with MTs in a few cell
types7,17,42,43. The control of septin subcellular localiza-
tion may thus regulate key cellular functions44,45. When
septins are associated with actin microfilaments, they may
impact on cell morphology, actin cytoskeleton organiza-
tion, and cell migration46–48. They would function by
crosslinking actin microfilaments in stress fibers, pro-
tecting them against depolymerization33. In agreement
with this role, we observed that upon acute paclitaxel
treatment, thick actin stress fibers disappear when septin
filaments relocalized to MTs (see Fig. 7a). When coa-
ligned with MTs, septins contribute to promote cell
asymmetry49. Indeed, in polarized epithelial cells, post-
Golgi trafficking operates along polyglutamylated MT
tracks that bear septins50. Septins can also enhance MT
dynamics by preventing the binding of the stabilizing
protein MAP4 to MTs51 and/or by enhancing the
recruitment of the rescue-promoting and catastrophe-
promoting factors CLIP-170 and MCAK, respectively
(ref3. and this study). We further show now that septin
relocalization to MTs is linked to the early development
of paclitaxel resistance.
Septin expression is modulated in pathology including

in cancer4,6,52. Some septins like SEPT2, SEPT8, SEPT9,
and SEPT11 are often overexpressed while SEPT4 and

SEPT10 are frequently downregulated5,53. Many cancers
also display differences in the level of SEPT9 isoform
expression54. SEPT9_i2, SEPT9_i3, and SEPT9_i4 are
often downregulated13,55 while SEPT9_i1 and SEPT9_i5
are overexpressed in various human tumors10–13,56. In our
experiments, we observed a perfect correlation between
the efficacy of early relocalization of septin filaments to
MTs and the basal level of SEPT9_i1 expression (Fig. 7a–f
and Fig. S5). SEPT9_i1 has already been proposed to be a
marker of bad prognosis11,57 and to correlate with cell
resistance to MT-disrupting agents58. The mechanisms
proposed thus far include a role for SEPT9_i1 in the
control of HIF-1α nuclear translocation and transcrip-
tional effects59,60 or in a putative stimulation of MT
dynamics through a delay in JNK degradation61,62. The
latter effect could also contribute to cell adaptation to the
MT-stabilizing action of taxanes. In addition, the
SEPT9_i1-facilitated relocalization of septin filaments to
MTs (this manuscript) could represent another means of
modulating MT dynamics as recently shown in vitro63

and as observed in our long-term adapted cells3. Even
though all cell types may adapt to taxanes following long-
term exposure to paclitaxel as exemplified in our Tr
cells2,3, the basal level of SEPT9_i1 could thus be pre-
dictive of the easier emergence of cell resistance to tax-
anes, especially upon acute treatments. Moreover, the fact
that a broad range of cells express a sufficient level of
SEPT9_i1 suggests that this mechanism could be relevant
not only in cancer cells but also in any other tumor-
associated cells.
Some molecular determinants of septin association with

cytoskeleton elements have been identified, but the rea-
sons for which septins associate with either cytoskeleton
element are still far from clear. It has been shown that
septins may bind directly to actin filaments64 or to actin-
associated proteins like non-muscular myosin II41 or
anillin7. SEPT9 can directly interact with F-actin33 via its
N-terminal region. The same region is also involved in the
interaction with tubulin through basic motifs present in
the long isoforms of SEPT9 (SEPT9_i1, _i2 and _i3)31.
SEPT9_i1 but not SEPT9_i3, when overexpressed with
other octamer-forming septins, can specifically contribute

(see figure on previous page)
Fig. 7 Cells that survived acute paclitaxel treatment exhibit subcellular relocalization of endogenous septin filaments to microtubules.
a Immunofluorescent images of endogenous SEPT2 (green), actin (phalloidin; red or white) and α-tubulin in HHL16 and RPE-1 cells following 24 h
paclitaxel treatment. The overlay images show that septin coalign with actin fibers in untreated cells, and with tubulin in paclitaxel treated cells. The
paclitaxel concentration used corresponds to three times the IC50 for the drug. b Septin cellular amount does not change upon treatment with
increasing concentrations of paclitaxel. Note that tubulin polyglutamylation starts increasing only after 24 h of 10 nM paclitaxel treatment.
c Quantification of cells with MT-bound septins among cells that have survived 24 h-paclitaxel treatment. d Immunofluorescent images of breast
cancer MDA-MB 231 cells after 15 nM paclitaxel treatment for 24 h. Note that septin filaments are still mainly associated with actin fibers in these cells.
e Immunoblot showing the basal levels of SEPT9 long isoforms (SEPT9_i1 and _i3) in total cell extracts of untreated sensitive MDA-MB 231 Ts, HHL16,
and RPE-1 cells. f Immunoblot showing the basal levels of SEPT9_i1 and _i3 in total cell lysates of untreated or paclitaxel-treated MDA-MB 231 Ts,
HeLa, CHO, and HuH7 cells. The images, immunoblots shown and cell quantifications are representative of at least three independent experiments.
Scale bars= 10 µm
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to endogenous septin filament binding to MTs, and
especially when the latter are polyglutamylated (these
data). In spite of the minor sequence differences between
the three long SEPT9 isoforms, SEPT9_i2 was recently
shown to limit tumorogenicity contrary to SEPT9_i155.
SEPT9_i1 only differs from SEPT9_i3 by the presence of
an additional 17-aminoacid sequence at its N-terminus
and by its next eight aminoacids, which makes SEPT9_i1
to bear five more positive charges than SEPT9_i3. Such
difference would favor SEPT9_i1 over the other long
isoforms for interacting with the acidic tail of tubulin, and
even more when tubulin bears long polyglutamylate
chains. Such interaction could be a cause of septin fila-
ment retention on the MTs of a variety of cells, making
them develop a resistance to low concentrations of
paclitaxel.
However, it is likely that other proteins are involved in

stimulating septin interaction with MTs. Indeed,
SEPT9_i1 is necessary but not sufficient to relocalize
septin filaments to MTs, as high basal levels of SEPT9_i1
alone do not cause septins to coalign with MTs, as illu-
strated in RPE-1 or HHL16 cells (Fig. 7). Cell exposure to
paclitaxel is also needed to trigger this relocalization. The
molecular determinants of septin compartmentalization
may involve a complex interplay between MTs, septin
filaments including SEPT9_i1, and actin filaments, which
will deserve further exploration, with a special emphasis
on Borg proteins, which were evidenced to reinforce the
binding between septin and actin filaments in non-
dividing cells65. Some motors may also be involved as
the EB1-binding kinesin KIF17 has been shown to bind
SEPT966,67. Targeting this re-localization process would
be a valuable approach to limit cell adaptation and
resistance to cancer chemotherapies using MT poisons in
the future.

Materials and methods
Cell culture and treatments
Experiments were performed with human cancer cells:

MDA-MB 231 (breast), HeLa (cervix), HuH7 (hepatoma),
human immortalized cells: RPE-1 (retinal epithelium),
HHL16 (hepatocytes), or Chinese Hamster Ovary fibro-
blasts (CHO). All cell lines were cultured with 5% CO2 in
Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM, Gibco™,
Fisher Scientific, Illkirch, France) containing an
antibiotic–antifungal mixture and supplemented with
10% fetal calf serum (GE Healthcare HyClone™, Fisher
Scientific), 1% sodium pyruvate and 1% L-Glutamine
for all the cell lines except MDA-MB 231 (2%).
The paclitaxel-resistant (Tr) and -sensitive (Ts)
sublines of the human breast carcinoma cell line MDA-
MB 231 were continuously cultured without (Ts) or with
25 nM paclitaxel (Tr) as previously described2.
When appropriate, cells were treated with different

concentrations of paclitaxel (Sigma, Darmstadt,
Germany) for 24, 48 or 72 h.

Cell transfections
Transfections of RPE-1 and HuH7 cells were performed

48 h or 72 h prior to analysis using X-tremeGENE while
those of Ts, HeLa, and CHO cells were done with Tur-
bofect (ThermoFischer, Illkirch, France), according to the
manufacturer’s instructions. Note that the HHL16 cell
line was not used in these experiments because they are
hard to transfect. Plasmids were used alone or up to a
combination of six but the maximal amount of total DNA
used per well (6-well plate, 50% confluence) never
exceeded 1.5 µg. The amounts of plasmids were deter-
mined from the measurements of the efficacy of trans-
fection of the combination involving the six plasmids of
interest (SEPT2, SEPT6, SEPT7, SEPT9_i1 or SEPT9_i3,
TTLL5, and TTLL11; Fig. S1). Importantly, the same
individual amounts were used in every transfection
experiment even when the plasmids were used alone. The
pEGFP plasmid (Addgene) was used as a negative control.
GFP-TTL, CFP-TTLL5, and CFP-TTLL11 expression
vectors were kind gifts of Dr. C. Janke (Institut Curie,
Orsay, France). GFP- and His-tagged septins (SEPT2, 6, 7
or 9_i3) and V5-SEPT9_i1 were kindly provided by Pr W.
Trimble (Hospital for Sick Children, Toronto, Canada)
and Dr. A. Gassama (CHB Paul Brousse, Villejuif, France),
respectively.

Cell viability assays
Twenty-four hours after cell transfection or not, sensi-

tivity to paclitaxel was measured using either 3-(4,5-
Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide
(MTT, Sigma) cytotoxicity assay after 72 h exposition to
increasing concentrations of paclitaxel, or the Cell Death
Detection ELISAPLUS assay, according to the manu-
facturer’s instructions (Roche, Sigma) after 24 h paclitaxel
treatment. The IC50 was determined with Prism4 software
(GraphPad software). Each value represents the mean ± s.
e.m. of at least four independent experiments.

Immunoblotting
Total cell lysates and MT fractions were prepared as

previously described2. Constant protein amounts (10 μg)
were loaded onto gels for total cell lysate analysis, while
constant α-tubulin amounts were used for MT fraction
analysis. Blots were probed with selected primary anti-
bodies against: α-tubulin (clone DM1-A, Sigma), SEPT2
(Atlas, Ozyme, St Quentin en Yvelines, France), SEPT9
(Proteintech, Manchester, United Kingdom), EB1 (H70,
Santa Cruz Biotechnology, Clinisciences, Nanterre,
france), CLIP-170 (H300, Santa Cruz Biotechnology),
MCAK (Abnova, VWR, Fontenay sous bois, France), GFP
(Cell Signaling, Ozyme), V5 (Invitrogen, ThermoFischer).
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The anti-long chain-polyglutamylated-tubulin (polyE)
antibody was prepared and characterized by Drs C. Janke
(Institut Curie, Orsay, France) and T. Surrey (London
Research Institute, London, England). Protein bands were
visualized with respective HRP-conjugated secondary
antibodies and the ECL detection kit (Pierce, Thermo-
Fischer). Western-blot quantification was performed after
film digitization using the ImageJ software (National
Institutes of Health, Bethesda, MD; imagej.nih.gov/ij/).

Immunofluorescence and microscopy
Cells grown on glass coverslips were immunostained

with primary α-tubulin (clone DM1-A, Sigma), SEPT2
(Atlas), GFP (Cell Signaling) or V5 (Invitrogen) anti-
bodies, after fixation with 3.75% paraformaldehyde/PBS,
permeabilization with 0.1% Triton X-100/PBS and
blocking with 0.5% BSA/PBS. Secondary antibodies were
Alexa Fluor 488- or 555-conjugated antibodies against
rabbit or mouse IgGs (Molecular Probes, Invitrogen) and
Cyanine 5 antibody against mouse IgGs (Abcam, Paris,
France). Actin microfilaments were visualized by fluor-
escent phalloidin (Sigma).
Images were acquired using either a Zeiss LSM 510

confocal microscope (63 × 1.4 NA objective) or a Leica
DMLB microscope (40 or 100 × 1.3 NA objective). In the
latter case, image acquisitions were performed using a
Scion CFW1312M CCD camera driven from an Apple
Macintosh G4 computer and homemade software. Data
were quantified using the ImageJ software.

Statistical analysis
Quantitative data are the means ± s.e.m. of at least four

independent experiments. Paclitaxel cytotoxicity mea-
surements were compared using multiple covariance
analysis on StatView 5 software (SAS institute). The fol-
lowing symbols were used: *p ≤ 0.05, **p ≤ 0.01 and *** p ≤
0.001.
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Présentation du deuxième volet du travail 
 

Le travail de (Targa et al., 2019) a montré que pour induire une forte relocalisation des 

filaments de septines de l’actine vers les MTs, un événement qui a lieu en parallèle à 

l’acquisition d’une résistance au paclitaxel dans différentes lignées sensibles à la drogue, il 

faut surexprimer une septine de chaque groupe constituant l’octamère (telles SEPT2, SEPT6, 

SEPT7 et impérativement SEPT9_i1) et que la surexpression des enzymes responsables de la 

polyglutamylation des MTs (TTLL5 et TTLL11) ne servait qu’à accentuer ces processus de 

relocalisation et d’acquisition de la résistance. De façon intéressante, il avait été remarqué 

que des lignées telles RPE-1 ou HHL16 qui expriment un fort niveau basal de SEPT9_i1, 

relocalisaient rapidement leurs filaments de septines de l’actine vers les MTs lorsqu’elles sont 

exposées à un traitement aigu par du paclitaxel à une concentration qui correspond à environ 

3 fois l’IC50 de la drogue. Ces cellules résistent au traitement sans surexpression de septines, 

ni d’accentuation de la polyglutamylation des MTs, indiquant que des déterminants cellulaires 

et moléculaires affectant la localisation subcellulaire des filaments de septines, autres que 

ceux identifiés lors d’une exposition au long cours (Froidevaux-Klipfel et al., 2015 ; Targa et 

al., 2019), existent.  L’identification de ces déterminants moléculaires a fait l’objet de la 

deuxième partie de ma thèse. J’ai profité de cet effet du paclitaxel pour explorer les 

mécanismes contrôlant la localisation subcellulaire des septines, et ai mis en évidence le rôle 

crucial que jouent l’activité de Cdc42 et sa protéine effectrice BORG2 (une protéine liant les 

septines à l’actine en interphase) dans cette régulation. J’ai montré que, lors d’un traitement 

par du paclitaxel, la forme active de Cdc42 (GTP-Cdc42), identifiée pour la première fois au 

niveau des fibres de stress, diminuait, résultant en une dégradation par le protéasome de sa 

protéine effectrice BORG2. La diminution du niveau de cet effecteur induit le détachement 

rapide des septines des fibres de stress, et leur relocalisation sur le cytosquelette de MTs. De 

façon remarquable, la perte de BORG2, en causant une relocalisation rapide des septines, 

résulte également en l’acquisition d’une résistance au paclitaxel. Ce travail, qui a été soumis 

à Current Biology et est actuellement en cours de révision, met en lumière la plasticité 

étonnante de localisation des septines, ainsi que la rapidité qu’ont les cellules à remodeler 

leur cytosquelette en réponse à un stimulus ou stress particulier.   
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SUMMARY 

Cell resistance to taxanes involves several complementary mechanisms among which septin filament 

relocalization from actin stress fibers to microtubules plays an early role. By investigating the molecular 

mechanism underlying this relocalization, we found that acute paclitaxel treatment triggers 

proteasome-mediated degradation of BORG2/Cdc42EP3, a Cdc42 effector that links septins to actin in 

interphase cells. BORG2 silencing not only caused septin detachment from stress fibers but also 

mimicked the effects of paclitaxel by triggering both septin filament relocalization to microtubules and 

a significant drug resistance. Conversely, BORG2 overexpression retained septins on actin fibers even 

after paclitaxel treatment, without affecting paclitaxel sensitivity. Upstream of BORG2, we found that 

paclitaxel-mediated inhibition of Cdc42 resulted in a drop in BORG2 level and in the relocalization of 

septins to microtubules. Accordingly, while septins relocalized when overexpressing an inactive 

mutant of Cdc42, the expression of a constitutively active mutant acted locally at actin stress fibers to 

prevent septin release from the fibers, even after paclitaxel treatment. These findings reveal the roles 

of Cdc42 and BORG2 in controlling the interplay between septin filaments, actin fibers and 

microtubules in basal condition and in response to taxanes. 

mailto:christian.pous@universite-paris-saclay.fr
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INTRODUCTION 

 

 Septins are a family of GTP-binding proteins, which were first discovered in budding yeast 

mutants defective in cytokinesis and are evolutionarily conserved from yeast to mammals. In humans, 

there are 13 septins clustered into four subgroups (2, 3, 6 and 7) based on sequence homology1,2. They 

assemble into hetero-hexamers or into hetero-octamers when they include a septin from group 3 like 

SEPT93,4,5,6. These oligomers can directly associate with membranes of specific curvature7. At the 

plasma membrane, they multimerize into filaments8, so that they are now considered to be the fourth 

element of the cytoskeleton9. Septins are implicated in a growing array of cellular functions both in 

mitosis and in interphase, acting either as scaffolds or diffusion barriers9,10,11,12,13.  In basal conditions, 

septin filaments bind preferentially to actin stress fibers14,15 resulting in their strengthening16. Septins 

are also found to associate partly with microtubules (MTs) in a few cell types[17],[18]. Many isoforms 

of septins have been described, especially for SEPT9 whose isoform 1 (SEPT9_i1) recently emerged as 

an important player in tumorigenesis and chemoresistance19,20,21,22. Depending on their tissue-specific 

expression patterns or on their subcellular location, septin filaments play different roles in controlling 

protein turnover or their organization at membranes, both in physiology and in pathology10,11,12,13,23. In 

mitotic cells, septins form highly organized rings at division sites and understanding the reorganization 

of septin filaments from an hourglass to a double ring during cytokinesis in budding yeast is still the 

focus of many studies24,25,26. Cytokinesis failure due to septin misregulation or mislocalization induces 

cellular abnormalities frequently recovered in cancer cells27. In interphase cells, perturbation of the 

subcellular location of septins was also shown to contribute to cancer or to resistance to MT-targeted 

poisons13. It is therefore important to explore in depth the mechanisms that control their subcellular 

compartmentalization. Strikingly, long-term or acute cell adaptations to cancer chemotherapy with 

drugs of the taxane family like paclitaxel or docetaxel28 trigger in various cell lines19 a spectacular but 

yet underexplored phenotype in which septin filaments that were initially coaligned with actin stress 

fibers switch to a coalignment with MTs. Such change contributes to early cell adaptation to the 

drug19,29 and highlights the importance of the relationships between these three cytoskeleton 

elements.  

BORGs (Binders Of Rho GTPases)/Cdc42EPs (Cdc42 Effector Proteins) are a family of 5 downstream 

effectors of the small GTPase Cdc4230. All BORGs bind to septins and reinforce septin filament 

bundling31. BORG functions remain underexplored in pathophysiology, with the exceptions of 

BORG2/Cdc42EP3 (the only BORG carrying an actin binding domain) and BORG3/Cdc42EP5, which both 

contribute to tumor progression through the bundling and stabilization of actin contractile fibers16,32. 

Cdc42, whose activation is spatially and temporally regulated33, is pivotal in activating signaling 

cascades that regulate cell adhesion, cell shape changes, cytoskeletal dynamics, proliferation, 
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migration or polarity, and therefore is crucial in cancer malignancy (for review in breast, see 34). Cdc42 

activation is mainly expected to occur at the plasma membrane to locally control actin cytoskeleton 

remodeling in various situations35. Until now, the studies that aimed to decipher the relationships 

between Cdc42, BORGs and septins did not provide a consistent picture. In interphase mammalian 

cells, active Cdc42 inhibits BORG binding to septins, but the subcellular location of such process has 

not been investigated31. Conversely, in S. cerevisiae, the recruitment of septins involving the Gic 

proteins (BORG homologs) to the future bud site at the plasma membrane is under the control of 

Cdc42, but in a nucleotide state that is still controversial36,37,38,39. 

Here, taking advantage of the effects of paclitaxel treatment to explore the mechanisms that allow the 

switch from septin filament coalignment with actin stress fibers to a coalignment with MTs, we 

demonstrate that the initial event that causes this relocalization is a decrease of active Cdc42 that 

leads to a proteasome-mediated degradation of BORG2, ultimately preventing septin filament 

attachment to actin stress fibers and allowing their subsequent association with MTs. Therefore, 

BORG2 level appears as a key factor in regulating the interplay between three cytoskeletal elements. 

Moreover, we found that BORG2 loss resulted in fast cell adaptation to taxanes, revealing a new 

feature of this protein function that should be taken into account in therapeutic strategies. 
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RESULTS and DISCUSSION 

 

Septin filaments relocalize from actin stress fibers to microtubules in a dose- and time-dependent 

manner after acute paclitaxel treatment 

To evaluate how early a phenotype of septin coalignment with MTs could occur upon paclitaxel 

treatment, we first quantified its effectiveness and kinetics in response to various paclitaxel 

concentrations. In interphase untreated HHL16 cells, we measured that 72 ± 4% of the cells (Fig. 1A, 

top graph) displayed septin filaments that strictly coaligned with actin fibers (Fig. 1B, top), while the 

rest of the cell population (28 ± 4%) exhibited septin filaments that distributed both on stress fibers 

and along MTs (in various proportions) and were therefore classified as displaying an intermediate MT 

coalignment phenotype (Fig. 1A top graph and Fig.1B, bottom). After 24-h exposure to various 

paclitaxel concentrations, we observed that cells presenting septins on MTs no longer displayed an 

intermediate phenotype but complete septin co-alignment with MTs (Fig. 1A, top graph). The 

proportion of such cells increased as a function of the drug concentration as it doubled to reach 57 ± 

7% at 1nM paclitaxel (-9.0 on the log scale) as compared to untreated cells (28 ± 4%) and extended to 

95 ± 2% at 5nM (-8.3 on the log scale) (Fig. 1A, top graph). In HHL16 cells, 5nM roughly corresponds to 

three times the paclitaxel IC50, and results in 35% survival after 24-h treatment (Fig. 1A, bottom graph). 

At this stage, we could not determine if these surviving cells at 24h were the ones already displaying 

some of their septins along MTs in basal conditions (the 28% that were measured in Fig. 1A top graph, 

without paclitaxel) or were cells that actually relocalized their septins from actin stress fibers to MTs 

upon paclitaxel treatment. Exploring the kinetics of cell response to 5nM paclitaxel revealed that septin 

coalignment with MTs is a rapid event as 51 ± 6% of the cells displayed an intermediate phenotype as 

soon as 1h after drug exposure (Fig. 1C). Intermediate stages could be observed up to 3h with some 

residual SEPT2 signal along actin fibers (Fig. 1E). At 5nM, starting from 6-h paclitaxel treatment, almost 

90% of the cells exhibited a complete coalignment with MTs that was paralleled by a strong reduction 

of the stress fibers (Fig. 1E, bottom row). Increasing paclitaxel concentration further accelerated septin 

coalignment with MTs, as a 30-min exposure to 15nM (Fig. 1D) gave similar results as those observed 

with 5nM paclitaxel after 6h (Fig. 1C). As 100% of the cells survived such a brief paclitaxel treatment 

(30 min, 15nM; data not shown), we conclude that paclitaxel actually triggered dose- and time-

dependent septin relocalization to MTs. The higher the paclitaxel concentration is, the quicker the 

relocalization occurs. Such a fast remodeling of cytoskeleton elements suggests that it happens 

through the immediate effects of modulating a signaling pathway rather than through a longer 

adaptive process involving a regulation of gene expression and de novo protein expression. 
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Fig. 1 Septin filaments present majorly on actin stress fibers progressively relocalize to microtubules 
upon paclitaxel treatment in a dose- and time-dependent manner 
(A) Effect of 24-h paclitaxel treatments (0, 0.5, 1 or 5nM expressed as log(M)) on septin localization 
(Top graph; n=3, 350 cells analyzed per condition) and on HHL16 survival as determined by an MTT 
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assay (Bottom graph; n=3). The square boxes denote the situations in which all the septins were found 
to coalign with MTs, while the diamond boxes indicate those in which intermediate coalignment 
phenotypes were observed. The inset shows the IC50 measurement curve as determined after 72-h 
exposure to paclitaxel (n=1). (B) Subcellular location of septin filaments in the paclitaxel-sensitive 
HHL16 cell line in basal condition. Endogenous septin filaments, revealed by immuno-labeling with 
anti-SEPT2 antibody, completely associate to actin fibers in most cells (top row), and in a few cases 
partly associate to MTs as well (bottom row, intermediate phenotype). (C-E) Kinetics of septin 
relocalization to MTs after exposure to 5nM paclitaxel (n=3, 250 cells analyzed per condition) (C, E) or 
15nM paclitaxel (n=3, 280 cells analyzed per condition) (D). (E) Septin filament relocalization revealed 
by the labeling of endogenous SEPT2 following the indicated paclitaxel treatments. Note the 
progressive relocalization of septins to MTs. All the values shown are the mean ± s.e.m for the indicated 
number of experiments.  
Statistical comparisons were made using chi-square test relative to the proportion of cells measured 
in the controls at t=0 or at 0nM paclitaxel.  ***, p<0.001; ****, p<0.0001.  untr. = untreated. Scale bars 
= 10 µm.   
 

 

Septin filament relocalization upon paclitaxel treatment is not a consequence of MT stabilization 

To determine whether the change in septin filament location is specific to paclitaxel treatment, we 

studied the effect of docetaxel and epothilone B (another MT-targeting agent with a binding site 

overlapping that of taxanes40). Both 3.5nM docetaxel and 1nM epothilone B (three times their 

respective IC50) caused complete septin filament relocalization to MTs within 24 hours (Fig. 2A). As 

these drugs are all MT stabilizers, we further tested whether septin relocalization was a consequence 

of MT stabilization. We took advantage of the property of MT destabilizers that target the colchicine 

site41,42, like nocodazole or TN-16, to stabilize MTs when they are used at submicromolar 

concentrations43,44. As expected, after such treatments (50 nM, 24h), we observed dense MT networks 

(Fig. 2A) among which several MTs resisted an additional depolymerizing treatment (10 M, 30 min) 

of nocodazole (Fig. 2B). In these conditions of MT stabilization, septin filaments remained on actin 

fibers (Fig. 2A). Thus, septin relocalization did not arise from the stabilization of the MT network but 

was driven by drugs that bind to β-tubulin at or near the taxane site.  

  

The initiation of septin recruitment to MTs following acute paclitaxel treatment neither relies on 

SEPT9_i1 increase nor on MT polyglutamylation  

We previously observed that long-term paclitaxel-adapted cells exhibited increased SEPT9_i1 

expression19 and that such increase could induce septin relocalization to MTs in a way that was 

amplified by tubulin polyglutamylation29. Therefore, we first wondered whether acute paclitaxel 

treatment further increases SEPT9_i1 expression in HHL16, a cell line among others that almost 

exclusively expresses the SEPT9_i1 isoform in basal conditions29. Since the levels of SEPT9 and of SEPT2  
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Fig. 2 Subcellular relocalization of septin filaments does not result from microtubule stabilization  
(A) Immunofluorescence images showing septin filament localization in HHL16 cells after 24-h 
treatments with 3.5nM docetaxel, 1nM epothilone B, or with MT-destabilizers used at stabilizing 
concentrations (50nM nocodazole or TN-16). The histogram shows the proportions of cells that display 
septins on actin or on MTs in each condition (n=3, 200 cells analyzed per condition). All the treated 
cells that display septin filaments along MTs exhibited a complete relocalization. The grey bars indicate 
that, whatever the drug considered in each category (stabilizers or destabilizers), the significance of 
the comparison with a member of the other category was identical. (B) Extent of MT stabilization 
caused by nocodazole or TN-16 pretreatments (24h, 50nM) and cell exposure to MT-depolymerizing 
conditions (10µM nocodazole, 30min) (n=2). 
 The values shown are the mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of experiments. 
Statistical analyses were made using chi-square tests; ***, p<0.001. Scale bars = 10 µm. 
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Fig. 3 Septin relocalization after acute paclitaxel treatment is neither initiated by septin 
overexpression nor by tubulin polyglutamylation  
(A) Immunoblots showing SEPT9, SEPT2 and tubulin polyglutamylation (of any length) levels upon 
paclitaxel treatment at a concentration known to induce septin filament relocalization to MTs. 
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Quantifications are presented in the histogram (n=3). (B) Western-blots showing the inhibition of 
tubulin polyglutamylation by a 72h RNAi of either TTLL5 (glutamate-branching enzyme) or TTLL11 
(glutamate chain-elongating enzyme) (n=1). (C) As detected by SEPT2 immuno-labeling, the 
relocalization of endogenous septin filaments to MTs in HHL16 cells is not affected by the decrease of 
polyglutamylation upon paclitaxel treatment (n=3). The values shown for immunoblots are the mean 
± s.e.m of the band density ratios normalized relative to untreated controls for the indicated number 
of experiments. Statistical analyses were made using Kruskal-Wallis non-parametric analysis of 
variance; ns, not significant. Scale bars = 10 µm.  
 

 

remained unchanged after a 24h-exposure to 5nM paclitaxel (Fig. 3A), we excluded the possibility that 

an increase in SEPT9_i1 level alone could have initiated septin relocalization upon acute paclitaxel 

treatment. Although it was more variable, the level of tubulin polyglutamylation did not significantly 

change either, as observed with the GT335 antibody that recognizes glutamate sidechains branched 

on tubulin (Fig. 3A). To ascertain that polyglutamylation was not involved in the acute adaptation to 

paclitaxel, we inhibited it by knocking down either the initiating TTLL5 enzyme (which branches the 

first glutamate on tubulin) or the elongating enzyme TTLL11 (which elongates branched glutamate 

chains). As expected, both siRNA led to decreased GT335 polyglutamylation signals (Fig. 3B), but, in 

immunofluorescence experiments, none of them affected septin initial location (which still coaligned 

with actin fibers in untreated cells) nor their relocalization to MTs after a 5nM paclitaxel treatment for 

16h (Fig. 3C). While long chain tubulin polyglutamylation has been shown earlier to increase septin 

binding to MTs19,45, we demonstrate now that it could not function as an initiating event in septin 

filament displacement upon acute paclitaxel treatment (Fig. 3B-C), even in the presence of a 

substantial amount of SEPT9_i1. This indicated that other molecular effectors had to be involved.  

  

A decreased BORG2 level allows septin release from stress fibers, their subsequent relocalization to 

microtubules, and the onset of cell resistance to paclitaxel 

Looking into candidate proteins that could be responsible for the fast septin relocalization to MTs after 

acute paclitaxel treatment, we focused on BORG2. As already evidenced[16], BORG2 stretches strictly 

colocalized with the SEPT2-positive domains along actin stress fibers in untreated cells (Fig. 4A). 

Strikingly, a paclitaxel treatment that we found to cause effective septin relocalization (5nM, 24h) 

triggered substantial reduction of BORG2 level down to less than 20% of the initial amount (Fig. 4B), 

with a progressive decrease over time (Fig. 4C). Accordingly, BORG2 stretches could no longer be 

detected along stress fibers (Fig. 4G). BORG2 level was also reduced in long-term paclitaxel-adapted 

MDA-MB 231 cells19, as shown in Fig. 4D, suggesting that its downregulation plays a role in septin 

relocalization and in paclitaxel resistance. Indeed, BORG2 depletion by RNAi in HHL16 cells (Fig. 4E, 

blots) resulted in a striking septin filament relocalization from actin fibers to MTs (Fig. 4E, images) in  
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Fig. 4 Septin filament relocalization to microtubules is caused by a reduction of BORG2 level 
(A) Immunostainings showing the endogenous BORG2 colocalization with septin filaments (right) along 
actin stress fibers (left) in untreated HHL16 cells, as indicated by the white arrows in zoomed areas 
(the red and green images have been slightly shifted on purpose; n=3).  (B-D) Immunoblots evidencing 
the decrease of BORG2 levels upon acute paclitaxel treatments in HHL16 (B, n=8 and C, n=3) or in long-
term paclitaxel adapted MDA-MB 231 cell lines (D, n=3). Quantifications are presented in the bottom 
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graphs. (E-F) Effect of BORG2 RNAi on septin subcellular distribution and cell survival in HHL16 cells. 
(E) Left: Immunoblot illustrating the BORG2 depletion 72h after fluorescent siRNA transfection (n=3). 
Right: Immunofluorescence images showing the relocalization of septin filaments along MTs in cells 
depleted of BORG2. Transfected cells are detected by the signal emitted by the fluorescent siRNA. 
Quantifications are reported in the bottom left histogram (n=5, 2 of which were performed using 
fluorescent siRNA, at least 100 cells analyzed per condition). All the treated cells that display septin 
filaments along MTs exhibited a complete relocalization. (F) Cell viability MTT assay showing paclitaxel 
resistance at 24h after BORG2 knockdown (n=3). untr. = untreated. (G) Immunostaining of paclitaxel-
treated (5nM, 16h) HHL16 cells illustrating the loss of endogenous BORG2 labeling from actin stress 
fibers (n=3).  
The values shown are the mean ± s.e.m of the band density ratios normalized relative to untreated 
controls (B-D), the mean ± s.e.m of cell proportions (E-F), for the indicated number of experiments. 
Statistical analyses were made using Mann-Whitney U test (B and D), ANOVA (comparisons with the 
condition t=0) (C), chi-square tests (E), or Covariance analysis (F). ns, not significant; *, p<0.05; ***, 
p<0.001; ****, p<0.0001. Scale bars = 10 µm. The bars for zoomed areas in (A) are black. 
 

 

80% of the cell population (Fig. 4E, histogram), without the need of any paclitaxel treatment. These 

data indicate that a reduction in BORG2 expression prevented septin filaments from coaligning with 

actin fibers, making their relocalization along MTs possible. Acute paclitaxel-mediated loss of BORG2 

also resulted in thinner and less abundant actin stress fibers (Fig. 1E, bottom row), as already reported 

in cancer-associated fibroblasts with BORG216 or in melanoma cells with BORG332. In these studies, like 

in ours, septin filaments that were lost from stress fibers did not reorganize into cytoplasmic rings like 

they do upon filamentous actin disassembly15. However, contrasting with the quick septin filament 

relocalization we observe, these studies report that BORG2 or BORG3 knockdown caused free septin 

accumulation in the cytosol16,32. In addition, while SEPT9_i1 cooperates with BORG3 to keep septin 

filaments on actin stress fibers in melanoma cells32, we propose now that a high level of SEPT9_i1 in 

basal conditions (like in HHL16), or that has been enhanced after a long-term adaptation to paclitaxel 

(MDA-MB 23119) is needed together with a reduction of BORG2 to promote septin filament association 

with MTs. Knowing that SEPT9_i1 can bind both to actin46 and to MTs47, this finding demonstrates that 

the dialog between actin fibers and septin filaments is finely tuned by BORG proteins. Remarkably, 

cells depleted of BORG2 were less sensitive to death triggered by 24-h treatment with paclitaxel, 

revealing a significant drug adaptation (Fig. 4F). The loss of BORG2 from stress fibers therefore 

represents a key event that can early contribute to the occurrence of acquired drug resistance. While 

the few studies that described BORG functions highlighted a role in tumoral invasion and metastases 

by promoting the crosslinking of actin filaments in stress fibers16,32, we now clearly evidence that a 

reduction in BORG2 level could also be detrimental in therapeutic approaches that use taxanes or 

epothilones.  
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Fig. 5 A high level of BORG2 maintains septin filaments on actin fibers upon paclitaxel treatment   
(A) Overexpressed BORG2-Myc (indicated by a *) can be easily distinguished from endogenous BORG2 
(doublet) by a higher apparent molecular mass, as shown on the immunoblot of HHL16 cell extracts 
revealed by an anti-BORG2 antibody. (n=3) (B-C) BORG2 overexpression prevents paclitaxel-induced 
relocalization of septin filaments from actin fibers to MTs in HHL16 cells (n=3, at least 180 cells 
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analyzed per condition). (B) Cells that unambiguously overexpressed BORG2-Myc so that it coaligned 
with actin cables exhibited thicker septin fibers (white arrowheads) and a complete inhibition of 
paclitaxel-induced septin relocalization (white arrows). (C) Proportions of cells displaying septin 
filaments on actin or on MT after the indicated transfections, with or without paclitaxel treatment. Left 
histogram: septin distribution in cells harboring BORG2-Myc on actin stress fibers. Right histogram: 
septin distribution among the whole cell population. All the treated cells that display septin filaments 
along MTs exhibited a complete relocalization. (D) Cell viability MTT assays conducted on HHL16 cells 
expressing the control Myc-tag or the BORG2-Myc plasmids (n=3); untr. = untreated. 
The values shown are the mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of experiments.  
Statistical analyses were made using chi-square test (C) or Covariance analysis (D); ns, not significant; 
****, p<0.0001. Scale bar = 10 µm.  
 

Borg2 overexpression counteracts paclitaxel-mediated septin relocalization to microtubules 

Keeping a sufficient level of BORG2 being critical to maintain septins on actin and to preserve paclitaxel 

sensitivity, we further tested in a reverse approach whether Myc-tagged BORG2 overexpression (Fig. 

5A, blot with anti-BORG2 antibody) could prevent septin release from stress fibers and their 

subsequent relocalization to MTs.  In untreated cells, overexpressed BORG2 (detected by an anti-Myc 

antibody) colocalized with SEPT2 in a stress fiber pattern (Fig. 5B, left images) like endogenous BORG2 

(Fig. 4A) and led to the thickening of some septin fibers (Fig. 5B, arrowheads) as previously 

reported31,32. When treated with 5nM paclitaxel for 16h, both untransfected and Myc-transfected 

control cells massively relocalized their septins to MTs (Fig. 5B, right panels and Fig. 5C, right 

histogram). By contrast, in cells that displayed BORG2-Myc along stress fibers (and therefore that 

unambiguously expressed the transgene; i.e. 29 ± 5% of the cells), paclitaxel failed to cause septin 

relocalization along MTs (Fig. 5B, right images and Fig. 5C, left histogram). The effect of BORG2 

overexpression was still significant at the whole population level (Fig. 5C, right histogram). Therefore, 

BORG2 not only helps in bridging septins to actin fibers as already reported16, but importantly, keeping 

a sufficient level of BORG2 also prevents septin filaments from relocalizing to MTs after an acute 

paclitaxel treatment. Accordingly, while BORG2 depletion by RNA interference accentuated cell 

survival (Fig. 4F), BORG2 overexpression did not change cell sensitivity to paclitaxel (Fig. 5D). Together, 

our data showed that BORG2 allows septin retention on actin stress fibers, and that maintaining its 

expression at a sufficient level prevents septin relocalization to MTs and the subsequent emergence 

of a drug resistant phenotype. Therefore, BORG2 is a new actor that contributes to the early cell 

response to taxanes. 

 

Paclitaxel-mediated drop in BORG2 level results from proteasome-mediated degradation 

consecutive to Cdc42 inhibition  

To characterize the process explaining the decrease in BORG2 level in response to paclitaxel, we looked 

into an imbalance between its synthesis and degradation. Evaluation of the BORG2 mRNA levels by 
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real-time quantitative RT-PCR measurements showed no difference between untreated and paclitaxel-

treated cells (Fig. 6A). Next, to test whether enhanced protein degradation would be the reason for 

the drop in BORG2 level, we used the proteasome inhibitor MG132, the activity of which was verified 

by the prevention of TNF--mediated degradation of IkB48 (Fig. 6B, right panel). Pretreatment of 

HHL16 cells with this inhibitor prevented the decrease in BORG2 levels induced by 15nM paclitaxel 

treatment for 1h (Fig. 6B, left and central panels). As expected, preventing BORG2 degradation by 

MG132 substantially inhibited paclitaxel-mediated septin relocalization from actin stress fibers to MTs 

(Fig. 6C), indicating that a proteasomal-mediated degradation of BORG2 occurs upstream of septin 

relocalization to MTs. As BORG proteins are effectors of Cdc4249, we then assessed whether the effect 

of paclitaxel on BORG2 decay could be mediated by a regulation of cellular Cdc42 activity. Consistent 

with the observations that MT-targeting agents can decrease Rho GTPase activities50,51, we measured 

a reduction in the amount of GTP-bound Cdc42 (Fig. 6D) upon a paclitaxel treatment that caused major 

septin relocalization (15nM, 1h; see Fig. 1D), while the detection of GTP-Cdc42 was normally 

responsive to the known activator TNF- (Fig. 6D). It is possible that the effect of paclitaxel we 

measured on Cdc42 may have resulted from its binding to a non-tubulin target. This has been recently 

demonstrated with the oncoprotein GT198 whose function is inhibited upon paclitaxel treatment53, or 

with several mitochondrial proteins or protein complexes involved in apoptotic signaling or cellular 

homeostasis54. To ascertain that a reduction of Cdc42 activity would affect BORG2 level, we treated 

cells for 3h with ML141 or with 1A-116, which specifically inhibit Cdc4255 or Rac1, respectively. 

Compared to vehicle (DMSO)-treated controls, only ML141 caused a major decrease in BORG2 level 

(Fig. 6E, left panel) and a dramatic removal of septins from actin stress fibers (Fig. 6F). This result 

contrasted with the previous report that Cdc42 inhibition did not affect BORG3 interaction with septins 

in mammalian cells31. In addition, we show that inhibiting Cdc42 with ML141 stimulated septin 

relocalization to MTs (Fig. 6F, images) in about half the cell population (Fig. 6F, histogram panel). 

Nevertheless, one could not exclude that BORG2 protein level or localization are regulated by 

additional signaling pathways. Indeed, Calvo et al. (2015)16 evidenced that HGF, TGFβ and SDF-1α 

increased the production of BORG2 mRNA. Also, the phosphorylation of BORG4 by PKC has been 

shown to switch its binding from Cdc42 to Rac and hence to reshape the actin cytoskeleton56. In a 

reverse approach, Cdc42 activation by acute (15-min) exposure to TNF- compensated the decay of 

BORG2 level in paclitaxel-pretreated cells (Fig. 6E, right panel). Thus, the relocalization of septin 

filaments to MTs following paclitaxel treatment originates from a loss of active Cdc42 that in turn 

favors the proteasome-mediated degradation of BORG2, allowing septins to be released from actin 

stress fibers. Our results highlight the importance of Cdc42 activation/deactivation in controlling 

cellular BORG2 level and hence the subcellular localization of septin filaments, the fine-tuning of Cdc42 

activity being probably a key initial event downstream of paclitaxel treatment.  
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Fig. 6 Paclitaxel-induced deactivation of Cdc42 triggers a proteasome-mediated degradation of 
BORG2 that allows septin relocalization to microtubules 
(A) Real-time quantitative RT-PCR evidencing that paclitaxel treatment did not modify the mRNA level 
of BORG2 in HHL16 cells (n=4). (B) Left blot: treatment of HHL16 cells with the proteasome inhibitor 
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MG132 (10µM, 2h) prevented paclitaxel (15nM, 1h)-mediated BORG2 level decrease. Western-blot 
quantifications are plotted in the histogram (n=5). Right blot: Control Western-blot showing the 
MG132-mediated prevention of IĸBα degradation after TNFα treatment (n=3). (C) 
Immunofluorescence images showing the subcellular localization of septin filaments in cells pretreated 
or not with MG132 before paclitaxel treatment as in (B). The histogram displays the proportion of cells 
presenting septins along actin fibers or MTs (n=4, 200 cells analyzed per condition). (D) Decrease of 
active GTP-Cdc42 after paclitaxel treatment (15nM, 1h) as determined by the G-LISA® Cdc42 
absorbance-based activation assay in HHL16 cells. The positive control consisted of a brief cell 
treatment with TNFα (n=4). (E) Left immunoblot: ML141 (used at 10µM for 3h to specifically inhibit 
Cdc42) but not 1A116 (a specific Rac1 inhibitor) significantly reduced the level of BORG2 (n=5 for 
ML141, n=3 for 1A116). Right immunoblot: Cdc42 activation by TNFα in paclitaxel-pretreated HHL16 
cells compensates the decrease of BORG2 (n=4). (F) ML141 treatment (10µM, 3h) switches septin 
filaments from actin stress fibers to MTs in a substantial proportion of the HHL16 cell population as 
reported in the histogram (n=2, at least 200 cells analyzed per condition). All the treated cells that 
display septin filaments along MTs exhibited a complete relocalization (C, F). 
The values shown are the mean ± s.e.m of normalized mRNA relative quantity (A), of Western-blot 
band density ratios normalized relative to untreated controls (B, E), of the relative GTP-bound Cdc42 
amount (D), or of cell proportions (C, F), for the indicated number of experiments. Statistical analyses 
were made using Kruskal-Wallis non-parametric analyses of variance followed by Mann-Whitney 
pairwise comparisons (B, D, E), or using chi-square tests (C,F); ns, not significant; *, p<0.05; **, p<0.01; 
***, p<0.001; ****, p<0.0001. Scale bars = 10 µm.  
 

 

Modulation of Cdc42 activity impacts the basal subcellular location of septin filaments  

The inhibition of Cdc42 triggered by ML141 treatment operates at a global cell level. To explore more 

finely the subcellular distributions of active and inactive forms of Cdc42 and their effects on BORG2 

level and septin localization, we expressed the constitutively active Q61L or the inactive T17N Cdc42 

mutants. Expressing either form of Cdc42 barely impacted the BORG2 level in untreated cells, even 

though Cdc42 T17N gave disparate results depending on the experiments, some of them strongly 

reducing the BORG2 level (Fig. 7A, left blot and left histogram). Upon paclitaxel treatment, a 

substantial decrease of BORG2 was observed that was less pronounced in the presence of the active 

Q61L Cdc42 compared to the GFP control or to the inactive T17N mutant (Fig. 7A, right blot and right 

histogram). Therefore, active Cdc42 partially counteracted the effect of paclitaxel, as previously 

observed with TNF (Fig. 6E). In untreated cells, a sensitized detection of the GFP-tagged Q61L-Cdc42 

(by indirect immunofluorescence of GFP) revealed that in a proportion of cells (18 ± 5%) that expressed 

moderate levels of the transgene (excessive expression inducing cytoplasmic aggregates of Cdc42), the 

active Rho GTPase was recovered both in sub-cortical areas and on stress fibers (Fig. 7B, top panel, 

middle row). Even though active Cdc42 localization at stress fibers has never been described yet, it is 

in complete agreement with the localizations of BORGs and of septin filaments that we observe and 

that were already reported16,32. While it was more often concentrated in the vicinity of the nucleus, 

the inactive T17N mutant displayed a diffuse labeling without identifiable actin or MT distribution 

pattern (Fig. 7B, top panel, bottom row).  
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Fig. 7 The overexpression of a constitutively active Cdc42 attenuates paclitaxel-induced BORG2 
degradation while that of an inactive Cdc42 favors septin relocalization to microtubules 
(A) Immunoblots of total cell lysates of HHL16 cells overexpressing either GFP, the constitutively active 
(Q61L) or the inactive (T17N) forms of GFP-tagged Cdc42, with or without paclitaxel treatment (5nM, 
16h). Quantifications of the BORG2-to-tubulin ratios are reported in the histogram (n=3). (B) 
Subcellular localization of GFP-tagged Cdc42 mutants and of septins with (bottom panel) or without 
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(top panel) paclitaxel treatment. The green fluorescence of the GFP tag was amplified using indirect 
anti-GFP immunofluorescence (n=3). (C) Quantification of B. Top histogram: quantification of the 
proportion of cells among the whole population that displayed septin filaments on actin or on MTs 
after the indicated transfections, with or without paclitaxel treatment (n=3, at least 190 cells analyzed 
per condition). Bottom histogram: septin distribution in cells harboring Q61L-mutated Cdc42 on actin 
stress fibers. All the cells that display septin filaments along MTs exhibited a complete relocalization. 
The values shown are the mean ± s.e.m of the band density ratios normalized relative to untreated 
controls (A) or of cell proportions (B), for the indicated number of experiments. Statistical analyses 
were made using Kruskal-Wallis non-parametric analyses of variance followed by Mann-Whitney 
pairwise comparisons (A), or using chi-square tests (B); ns, not significant; *,p<0.05;  ****, p<0.0001. 
Scale bars = 10 µm.  
 

Regarding the impact on septin localization, the active Cdc42 did not alter the basal distribution of 

septins along stress fibers in comparison with the GFP control (Fig. 7B, top panel, middle row and Fig. 

7C bottom histogram), but in keeping with our above ML141 findings, the expression of the T17N 

mutant caused septin dissociation from actin cables and relocalization along bundled MTs (Fig. 7B, top 

panel, bottom row) in 32 ± 5% of the transfected cells (Fig. 7C, top histogram). Upon paclitaxel 

treatment, septin filaments relocalized extensively to MTs in cells expressing the inactive T17N Cdc42 

mutant (Fig. 7B, bottom panel, bottom row), while they remained coaligned with actin fibers in 100% 

of the cells that displayed the active Q61L-Cdc42 mutant on stress fibers (Fig. 7B, bottom panel, middle 

row and Fig. 7C, bottom histogram). This effect was less spectacular, but yet highly significant in the 

global population of cells expressing the Q61L versus the T17N mutants (Fig. 7C, top histogram). These 

data indicate that the active form of Cdc42 counteracts paclitaxel-mediated septin relocalization to 

MTs to a great extent, just like BORG2 overexpression did (see Fig 5B and C). Conversely, inactive Cdc42 

expression triggered septin relocalization to MTs, just like BORG2 depletion did (see Fig. 4E). The links 

between the activation/deactivation cycle of Cdc42 and septin reorganization have been studied 

primarily in yeast during the budding process. Bud formation at the beginning of each cycle assembles 

a septin ring for the completion of cytokinesis, in a way that depends on cycles of Cdc42 activation. 

Nevertheless, the nucleotide state of Cdc42 which triggers septin recruitment to the presumptive yeast 

bud site remains ambiguous. Indeed, Cdc42-GTP was proposed to build the septin ring36,37,38. 

Conversely, it has been proposed that the GDP-bound Cdc42, in cooperation with the BORG homolog 

Gic1, would be the form that actually recruits septins to the bud site39. In mammalian cells, the 

situation is also surprising and ambiguous in the few papers that addressed this question. While in 

mouse embryonic fibroblasts, constitutively active Cdc42 negatively regulated BORG3 association to 

septins31, the expression of either the active or inactive Cdc42 mutants both led to the loss of BORG2 

and of septin filaments57. Our data allow us to propose a more coherent picture in which it is the active 

form of Cdc42 that contributes to keep septin filaments on actin fibers and in which a decrease in the 

level of GTP-Cdc42 results in septin relocalization to MTs.  
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Altogether, we evidenced that septin subcellular location is controlled by the nucleotide state of 

Cdc42. Active Cdc42 that is partly located at actin stress fibers contributes to keep a sufficient level of 

BORG2 that is central to maintain septin filaments at stress fibers. When Cdc42 is inactivated, the 

subsequent proteasomal degradation of BORG2 induces septin release from stress fibers, and their 

consecutive relocalization to MTs. Our findings underline the central roles played by Cdc42 and BORG2 

in controlling the relationships between these three cytoskeletal elements. They also highlight the 

striking flexibility of septin filament localization and reveal how cells can quickly reshape their 

cytoskeletal filaments to adapt their function and responses to specific stimuli or stresses. Importantly, 

while a role of BORG2 recently emerged in promoting tumoral invasion and metastases, we now clearly 

evidence that a reduction in BORG2 level could also be detrimental in therapeutic approaches that use 

taxanes or epothilones by initiating drug resistance. 
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MATERIALS AND METHODS 

 

Cell culture and treatments:  

Experiments were performed with HHL16 (human non-cancerous immortalized hepatocytes: kind gift 

of Pr A. Lemoine, AP-HP Hôpital Paul Brousse, Villejuif, France) or MDA-MB 231 (human metastatic 

breast cancer: ATCC HTB-26) cells. Both cell types were cultured with 5% CO2 in Dulbecco’s Modified 

Eagle Medium (GibcoTM DMEM, Fisher Scientific, Illkirch, France) supplemented with 10% fetal calf 

serum (Dutscher, Type of serum: 500105RR, Batch N°S15642S1810), 1% antibiotic-antifungal mixture 

(Gibco), and 1 (HHL16) or 2% (MDA-MD 231) L-Glutamine (Sigma, Darmstadt, Germany).  The 

paclitaxel-resistant (Tr) and sensitive (Ts) sublines of MDA-MB 231 were continuously cultured without 

(Ts) or with 25nM paclitaxel (Tr), as previously described19. 

When needed, cells were treated with different concentrations (0.5 to 15nM) of paclitaxel (Sigma) for 

various durations, ranging from 30min to 24h, always in combinaison with 5µg/ml verapamil to inhibit 

efflux pumps58. HHL16 cells were also treated for 24h with either 3.5nM docetaxel, 1nM Epothilone B, 

50nM TN-16 or 50nM nocodazole, all purchased from Sigma. Nanomolar concentrations of nocodazole 

and TN16 were proven to stabilize MTs by evaluating the density of the MT network after cell exposure 

to depolymerizing concentrations of nocodazole (10µM).  

To block the proteasome, 10µM MG132 (Sigma) was always added to the culture medium at least 1h 

prior to any other treatment and further maintained on cells for a total duration of 2h. The inhibition 

of TNF-mediated degradation of IĸBα was used as a positive control to test the MG132 efficacy in our 

cells. To inactivate either Cdc42 or Rac1, cells were exposed for 3h to 10µM ML141 (Millipore) or 1A-

116 (Sigma), respectively. To activate Cdc42, cells were exposed to 30ng/ml TNF for 15min with or 

without pretreatment with paclitaxel. Stock solutions (10mM) of all these compounds being prepared 

in DMSO (Euromedex), our control conditions were performed with the corresponding volume of 

DMSO.  

 

Cell transfections:  

Twenty-four hours prior to analysis, the recombinant plasmids were integrated into HHL16 host cells 

using TurboFect® reagent (ThermoFischer, Illkirch, France) according to the manufacturer’s 

instructions. Cells were transfected in a 6 or 12-well plate with respectively 0.5 or 0.25µg/ml of either 

the dominant negative (pcDNA3-EGFP-Cdc42 T17N) or constitutively active (pcDNA3-EGFP-Cdc42 

Q61L) EGFP-Cdc42 plasmids. These plasmids were kind gifts from Dr. Klaus Hahn (University of North 

Carolina, USA; Addgene plasmids, respectively #12601 and #1260059. Accordingly, depending on the 

well surface, the BORG2-Myc plasmid (pCMV6-Cdc42EP3-Myc, Ref RC201069, Origene) was used at 1 

or 0.5µg/ml. The empty pcDNA3-EGFP or pCMV-Myc plasmids, at the corresponding concentrations, 
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were used as negative controls.  

 

Short interfering RNA (siRNA) at 100nM were transfected 72h prior to analysis using HiPerFect® 

reagent according to the manufacturer’s instructions. TTLL5 (Mission®siRNA, SASI_Hs01_00168438, 

forward: GAAACUGUCUCGUCCCUCU, reverse: AGAGGGACGAGACAGUUUC), TTLL11 (Mission®siRNA, 

SASI_Hs01_00141865, forward: CAUCUACUGGCAUGGAGUU, reverse: AACUCCAUGCCAGUAGAUG) 

and fluorescein-tagged BORG2 (forward: [6FAM]-GCUCUCAUGUUGCCCUUAU, reverse: 

AUAAGGGCAACAUGAGAGC) siRNAs as well as the fluorescent nonsilencer (Mission®siRNA, [6FAM]-

SIC 007) used as a negative control in BORG2 silencing experiments, were all purchased from Sigma. 

The nonsilencer siRNA (D-001810-10-50) used in the TTLL silencing experiments was from Dharmacon.  

 

Immunoblotting:  

Cell lysates were prepared by directly scraping cells in lysis buffer and further treated as described in 

Froidevaux-Klipfel et al. (2011)60, before constant protein amounts were loaded onto gels for analysis. 

Blots were probed with selected primary antibodies directed against: α-Tubulin (clone DM1A, Sigma), 

Actin (Ref sc-47778, Santa Cruz), SEPT9 (Ref 10769-1-AP, Proteintech), SEPT2 (Ref HPA018481, Sigma), 

polyglutamylated tubulin (clone GT335, Adipogen), BORG2 (Ref GTX115445, Genetex), IĸBα (Ref sc-

371, Santa Cruz), GFP (Ref ab290, Abcam), and Myc (clone 9E10, Sigma). Protein bands were visualized 

with appropriate HRP-conjugated secondary antibodies (anti-mouse-HRP- Ref 7076 and anti-rabbit 

HRP - Ref 7074, Cell signaling) and the ECL detection kit (Pierce, ThermoFischer). Quantifications of 

scanned Amersham Hyperfilm ECL (GE Healthcare) were performed with ImageJ, and Microsoft Excel 

software was used for plotting.  

 

Immunofluorescence and microscopy:  

Cells grown on glass coverslips were stained using Phalloidin-TRITC (Ref P1951, Sigma), or immuno-

labeled using primary anti-α-Tubulin (F2C, a kind gift of Dr Franck Perez Institut Curie, Paris61) or the 

same anti-SEPT2, anti-BORG2, anti-Myc or anti-GFP antibodies as described above, after fixation with 

3.75% paraformaldehyde/PBS and permeabilization with 0.1% Triton X-100/PBS. Secondary antibodies 

were Alexa Fluor 488- or 555-conjugated antibodies against rabbit or mouse IgGs (Molecular Probes), 

Fab antibodies against rabbit IgGs (Molecular Probes) and Cyanine 5 antibody against human IgGs 

(Jackson Immuno Research). Actin microfilaments were visualized by fluorescent phalloidin (Sigma). In 

all stainings, the GFP or Myc tag, when present, were always labeled first. Images were acquired using 

a Leica DMLB microscope (40 or 100 × 1.3 NA objective). Image acquisitions were performed using a 

Scion CFW1312M CCD camera driven from an Apple iMac computer and homemade software. Data 

were quantified using the ImageJ software. 
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Cell viability assay:  

Forty-eight hours or 24h after cells were transfected with siRNAs or plasmids, respectively, paclitaxel 

was added at increasing concentrations to the culture medium. In all cases, 24h after paclitaxel 

treatment, cell sensitivity to the drug was measured using 3-(4,5- 

Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide (MTT, Sigma). In order to determine the IC50 

for paclitaxel in HHL16 cells, an MTT assay was conducted 72h after paclitaxel treatment. The IC50 was 

determined with Prism4 software (GraphPad software).  

 

Determination of the level of GTP-loaded Cdc42 protein in cell lysates: 

The relative cellular amount of GTP-Cdc42 was determined by using the G-LISA® Cdc42 absorbance-

based activation colorimetric assay (Cytoskeleton, Denver, USA). Briefly, before treatments and lysis, 

cells were cultivated in 1% serum for 16h and in serum-free medium for additional 8h to lower the 

basal Cdc42 activity, according to the manufacturer’s instructions. As GTP-bound Cdc42 is highly labile, 

cell lysis was done in less than 10min using the ice-cold supplied lysis buffer, and immediately frozen 

in liquid nitrogen before storage at -80°C. Cell extracts were incubated in a 96-well G-LISA® plate 

coated with a Cdc42-GTP binding protein that recognizes only active Cdc42. After several washing 

steps, the wells were probed with a specific Cdc42 antibody followed by a secondary antibody bound 

to HRP. Active Cdc42 was measured with a spectrophotometer at 490 nm.  

 

RNA isolation and real-time quantitative RT-PCR analysis:  

Total RNA was isolated using Extract-ALL phenol-guanidine reagent (Eurobio, Les Ulis, France) and 

chloroform, then precipitated with isopropanol, and reverse transcribed with SuperScriptIII (Life 

Technologies, Villebon-sur-Yvette, France) according to the manufacturer’s instructions. Real-time 

quantitative PCR was performed with SYBR Green (Life Technologies) detection using primers specific 

of the BORG2 gene (forward: TGCATCTCAGTCCAGCCAAG, reverse: AAGTGAGGGCCCAAGATCAA). 

Relative gene expression is the ratio of the mRNA content of target genes to those of human GAPDH 

(forward CAGCCTCAAGATCATCAGCA, reverse TGTGGTCATGAGTCCTTCCA) and 18S (forward 

TGAGAAACGGCTACCACATC, reverse TTACAGGGCCTCGAAAGAGT) house-keeping genes, according to 

the ∆∆Ct method62. Reverse and forward oligonucleotide primers, specific to the chosen candidate and 

housekeeping genes, were designed using Primer3 software (http://frodo.wi.mit.edu/cgi-

bin/primer3/primer3_www.cgi).  

 

Statistical analysis:  
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Otherwise indicated, quantitative data are the means ± s.e.m. of at least three independent 

experiments. Paclitaxel cytotoxicity measurements were compared using multiple covariance analysis 

on StatView 5 software (SAS institute). The proportions of cells that displayed septin filaments, either 

on actin fibers or on MTs, were evaluated by χ2 tests. In this context, the numbers of cells taken into 

account for statistical comparisons were the sum of those counted in 3 independent experiments. The 

following symbols were used: ns, not significant; *p ≤ 0.05; **p ≤ 0.01; *** p ≤ 0.001 and **** 

p<0.0001. All the experimental points were spotted in each quantification graph. For each 

quantification of septin subcellular distribution (on actin fibers or on MTs), between 100 and 500 cells 

per condition were analyzed.   
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Présentation du troisième volet du travail  
 

Dans la majorité des lignées cellulaires, les septines sont associées à l’actine alors que dans 

une minorité de types cellulaires, les septines se répartissent entre les fibres de stress et les 

microtubules (MTs). Comme déjà rapporté, nous avons observé que la dépolymérisation des 

microfilaments d’actine dans nos deux lignées, RPE1 et HHL16, aboutit à la formation 

d’anneaux de septines diffusant librement dans le cytoplasme, sans être associés à aucun 

autre élément du cytosquelette. De façon surprenante et jamais décrite dans la littérature, 

même dans les lignées où les septines sont exclusivement localisées sur l’actine, la 

dépolymérisation des MTs, entraîne la disparition complète des filaments de septines, sans 

aucune formation d’anneaux. La troisième partie de ma thèse s’est attachée à explorer le rôle 

des MTs dans la formation de longs filaments de septines et dans leur acheminement vers leur 

destination finale, l’actine. Bien qu’organisée sous forme d’article, cette partie du travail 

comporte encore des expériences préliminaires et nécessite des expériences 

complémentaires avant d’envisager une publication. Néanmoins, même si l’implication, dans 

la localisation finale des septines sur l’actine, d’un transport kinésine-dépendant sur les MTs 

est suggérée, celle d’un transport dynéine-dépendant est aussi clairement observée. 
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INTRODUCTION 

Septins are GTPases firstly discovered in budding yeast as proteins crucial for cell division 

(Hartwell, 1971) and were conserved throughout evolution in nearly all eukaryotes 

(Nishihama et al., 2011; Auxier et al., 2019). There are 13 human septins (SEPT1-SEPT12 and 

SEPT14) classified into 4 groups (SEPT2, SEPT3, SEPT6 and SEPT7) based on sequence 

homology (Kinoshita, 2003; Peterson and Petty, 2010). Ever since their discovery, septins were 

known to function as complexes. They assemble into hetero-oligomers that form higher order 

structures such as filaments, bundles or rings (Sirajuddin et al., 2007; Kim et al., 2011; 

Mendonça et al., 2019; Soroor et al., 2020). They are implicated in a plethora of cellular events 

where they function as diffusion barriers or scaffolds (for reviews: (Mostowy and Cossart, 

2012; Dolat et al., 2014; Fung et al., 2014; Montagna et al., 2015; Poüs et al., 2016).  Due to 

their ability to form filaments, which can associate with the plasma membrane, with actin 

microfilaments or with microtubules (MTs), septins are now considered to be the fourth 

element of the cytoskeleton (Mostowy and Cossart, 2012).  Depending on the cytoskeletal 

element they associate with, septins can fulfill different functions like regulating cortical 

rigidity (Tooley et al., 2009), stress fiber integrity (Calvo et al., 2015) or vesicular traffic 

(Spiliotis et al., 2008) and MT dynamics (Bowen et al., 2011). 

Septin-membrane association is mediated by the interaction of the conserved septin polybasic 

domain (PB) (Zhang et al., 1999) with a variety of phosphoinositides (PIs) at different 

intracellular membranes:  phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (Kouranti et al., 2006; Bertin 
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et al., 2010), phosphatidylinositol 3,4,5 triphosphate (Bertin et al., 2010); phosphatidylinositol 

3,5-biphosphate (Dolat and Spiliotis, 2016) and phosphatidylinositol 4-monophosphate 

(Omrane et al., 2019), Indeed, septin filaments can assemble on plasma membrane in an in 

vitro reconstituted system through a mechanism called annealing (Bertin et al., 2010) and can 

use actin fibers as templates to form filaments (Kinoshita et al., 2002). Accordingly, septins 

are majorly found to be present on stress fibers (Calvo et al., 2015; Mizutani et al., 2013 

;Shankar et al., 2010) where they bind to actin via myosin II or BORG2 in interphase (Joo et al., 

2007;Calvo et al., 2015) and via anillin during cytokinesis (Kinoshita et al., 1997). In some cell 

types, septins can also be seen on MTs (Nagata et al., 2003; Martinez et al., 2006). However, 

the factors implicated in this association are still not well known. The isoform 1 of SEPT9 

(termed SEPT9_i1) is peculiar since it is the only identified septin able to physically interact 

with both actin (Smith et al., 2015) and MTs (Sellin et al., 2012). 

The cellular dynamics of septins is complex and multifaceted, and the mechanisms that allow 

them to be properly retained or targeted to their destination compartments have not been 

well explored, especially those that might involve the MT network. MTs are the main tracks 

used in intracellular trafficking (For reviews: (Fourriere et al., 2020; Granger et al., 2014)). They 

support both short and long-range movements, using their motor proteins: kinesins that 

mostly move centrifugally towards the MT plus ends (Kull and Endow, 2013) and the 

cytoplasmic dynein/dynactin complex that moves towards the minus ends (centripetal 

transport) (Allan, 2011). Molecular motors selectively bind to their cargos through adaptor 

proteins in ways that are controlled by regulators such as the Small Ras-like GTPases (Rab) ex: 

Rab5 binds to early endosomes, Rab7 to late endosomes and Rab35 to recycling endosomes 

(for review: (Klinkert and Echard, 2016)).Although septins were found to facilitate the 

maturing of macropinosomes into lysosomes (Dolat and Spiliotis, 2016) or contribute to the 

transport of vesicles from the Golgi apparatus to the plasma membrane (Spiliotis et al., 2008), 

the only study that explored reciprocally the effect of vesicular traffic on septin formation has 

been conducted on the hyphal growth of Ustilago Maydis (Zander et al., 2016). It showed that 

septin mRNAs are transported to the growth pole of hypha by the shuttling Rab5a-positive 

endosomes mediated by a plus end-directed MT motor of the kinesin-3 family and the minus 

end-directed MT motor dynein. The authors also found that endosomes are coupled to 

translationally active ribosomes that translate septin mRNAs. Septins form heteromeric 
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subunits on the endosomes that are delivered to the growth pole where they form higher 

order structures (Zander et al., 2016). Whether a similar mechanism is involved in mammalian 

cells and whether it could contribute as an intermediate stage to the final localization of 

septins along other cytoskeletal elements is unknown.  

In this study, we show that acute paclitaxel treatment triggers a rapid and extensive 

relocalization of septin filaments from actin to MTs in two mammalian cell lines either 

presenting septin filaments in basal conditions exclusively on actin (RPE-1) or on both actin 

and MTs (HHL16). In order to understand the reason why septin filaments end up on actin 

stress fibers or on MTs, we aimed to determine the role of MTs in septin filament targeting to 

their final cytoskeleton partner. Our preliminary results show that MTs contribute to septin 

filament formation and are essential for basal septin filament coalignment with actin fibers. 

We also present evidence that MTs contribute to septin filaments presence on actin fibers 

through a dynein-dependent minus end transport.  

Results and Discussion:  

The relocalization of septin filaments from actin to microtubules upon acute paclitaxel 

treatment is a common feature to various sensitive cell lines that express SEPT9_i1  

Acute paclitaxel treatment induces at about three times the IC50 for 24h a complete 

relocalization of septin filaments from actin to MTs in various immortalized or cancerous cell 

lines, such as in the non-human fibroblasts (CHO), non-cancerous immortalized retinal 

pigment epithelial 1 cells (RPE-1), immortalized hepatic cells (HHL16) and cervical cancer cells 

(HeLa) (Targa et al., 2019),(Salameh eh al., submitted). This relocalization could be observed 

in cells already presenting few septin filaments on MTs or not. Indeed, as an example, HHL16 

cells exhibit in 74 ± 1.8% of the untreated cell population septin filaments that co-align with 

actin fibers, whereas 26 ± 1.8% of the cell population, present in various proportions septin 

filaments on MTs as well (Fig. 1A left panel top row, right graph -untreated-). Unlike HHL16 

cells, which may present a fraction of their septin filaments on MTs in basal conditions, RPE-1 

cells show septin filaments exclusively on actin fibers (Fig.1B left panel top row, right graph -

untreated-). Septins were seen on MTs when RPE-1 cells were treated with paclitaxel at 3 

times the IC50 for the drug for 24h (Targa et al., 2019) leading to complete septin filament 

relocalization to MTs (Fig 1B left panel bottom row, right graph -paclitaxel-).  This phenotype 
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could also be seen on HHL16 cells treated with 3 times the IC50 for paclitaxel (Targa et al., 

2019; Salameh eh al., submitted) (Fig.1A left panel bottom row, right graph -paclitaxel-).  

We have previously shown the importance for cells to express high levels of the isoform 1 of 

SEPT9 (SEPT9_i1) to allow septin filaments location on MTs (Froidevaux-Klipfel et al., 2015) 

(Targa et al., 2019). While MDA-MB 231 breast cancer cells adapted to long term paclitaxel 

treatment were able to relocalize their septin filaments after overexpression of SEPT9_i1 

(Froidevaux-Klipfel et al., 2015), sensitive MDA-MB 231 cells, which mostly express SEPT9_i3 

(Fig.1C), were unable to relocalize their septin filaments to MTs upon acute paclitaxel 

treatment of 25nM which correspond to 3 the IC50 for the drug (Targa et al., 2019) (Fig.1C). 

Accordingly, in HHL16 and RPE-1, high basal levels of SEPT9_i1 remained unchanged after 

paclitaxel treatment (Fig.1C). Therefore, regardless of the basal septin filament location in 

cells rich in SEPT9_i1, treatment with paclitaxel causes their relocalization to microtubules. 

For the rest of the study, we focalized on these two cell lines, HHL16 and RPE-1. 
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Fig.1 Septin filaments that are associated either majorly or completely with cortical actin and stress 

fibers totally relocalize to microtubules after acute paclitaxel treatment in the presence of SEPT9_i1.  

(A-B) Septin filament location in basal condition and relocalization after paclitaxel treatment revealed 

by the labeling of endogenous SEPT2. The histograms show the proportions of cells that display septins 

on actin or on MTs in each condition (n=3, 300 HHL16 cells and 250 RPE-1 cells analyzed per condition). 

The values shown are the mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of experiments. 

Statistical analysis was made using chi-square tests; ****, p<0.0001. (C) Immunoblots showing SEPT9 

levels with and without paclitaxel treatment in paclitaxel-sensitive MDA-MB 231, RPE-1 and HHL16 

cells (n=1). Scale bars = 10 µm. 

 

 

 



Microtubule-dependent targeting of septins 
 

6 
 

Microtubule depolymerization causes the loss of septin filaments co-aligning with actin   

To examine the roles of actin microfilaments and MTs in septin filament cellular localization, 

we performed a series of specific cytoskeleton disruption on both HHL16 and RPE-1 cell lines. 

Treatment of HHL16 (Fig. 2A) and RPE-1 (Fig. 2C) cells with cytochalasin B (10µg/mL, 30-min) 

simultaneously caused the loss of actin filaments and the formation of free septin rings in the 

cytoplasm (Fig.2A and C bottom panels,) just like previously shown by (Kinoshita et al., 2002) 

and (Joo et al., 2007) in 100% of the cells (Fig.2B and D respectively).  
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Fig.2 Following actin depolymerization, septin filaments reorganize into cytoplasmic rings  

(A, C) Immunofluorescent images of endogenous SEPT2, actin and α-tubulin before and after 30-min 

treatment with 10µg/mL cytochalasin B in HHL16 (n=2) and RPE-1 cells (n=2). (B, D) Quantification of 

cells presenting septins as filaments or as rings (n=2). At least 200 cells were analyzed per condition. 

The values shown are the mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of experiments. 

Statistical analysis was made using chi-square tests; ****, p<0.0001. Scale bars = 10 µm. 

 

Interestingly, MT depolymerization by nocodazole treatment (10µM, 3.5h) in HHL16 (Fig. 3A) 

and RPE-1 (Fig. 3B) cells dramatically disrupted septin filaments in both cell types, even though 

a few septin stretches remained attached to actin fibers (as shown with the blue arrow heads). 

Nocodazole depolymerizes dynamic MTs, nevertheless stable long-lived MTs resist this 

treatment especially those with high levels of acetylation and detyrosination (Xu et al., 2017) 

which could explain the incomplete phenotype i.e. the persistence of a few stretches of 

septins on actin. HHL16 and RPE-1 cell exposure to the cold (on ice, 3.5h) (Fig. 3A and B, 

respectively) also disrupted MTs and septin filaments to a similar or higher extent (blue arrow 

heads indicating the remaining septins on actin). As some MTs could also have resisted the 

cold (Ochoa et al., 2011), we combined both treatments starting with nocodazole alone at 

37°C for 1.5h, then continuing the treatment for 2h on ice. This combination led to the loss of 

the vast majority of septin filaments in HHL16 and RPE-1 cells (Fig. 3A and B bottom panels, 

respectively), that were not recovered in the form of freely diffusing rings as observed 

following cytochalasin D treatment. A MT-templated mode of septin assembly has been 

suggested in cells where a subpopulation of septins that localized to MTs was lost after MT 

depolymerization (Surka et al., 2002; Nagata et al., 2003;Martinez et al., 2006). However, it 

was never previously evidenced that MT depolymerization affects actin-bound septins just like 

in the case of HHL16 and RPE-1 cells. These results highlight the importance of MTs in septin 

filament formation and attachment to actin fibers in cell lines presenting septin filaments 

exclusively on actin or both on actin and MTs. 
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Fig.3 Microtubule depolymerization causes the loss of septin filaments, even when they are localized 

to actin fibers 

(A-B) Immunofluorescent images of endogenous SEPT2, actin and α-tubulin following a MT-

depolymerizing treatment induced by either nocodazole exposure (10µM, 3.5h, 37°C) (A and B second 

rows) (n=2 for HHL16 cells and n=3 for RPE-1 cells), or cold exposure (on ice, 3.5h) (A and B third rows) 
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(n=2 for HHL16 and RPE-1 cells). MTs were also depolymerized with a combined treatment, which 

consisted in cell exposure to 10µM nocodazole (1.5h, 37°C) followed by a cold treatment (on ice, 2h) 

while maintaining nocodazole presence (A and B bottom rows) (n=2 for HHL16 and RPE-1 cells). Note 

that the combined treatment was the most efficient in affecting septin filament integrity. Scale bars = 

10µm. The blue arrow heads indicate the remaining septin stretches on actin.  

 

Septin stretches forming at early stages of actin filament repolymerization partially localize 

to microtubules 

In order to have a better outlook on septin filament formation and subsequent localization on 

actin, we analyzed the aspect and location of septin stretches reforming after cytochalasin B 

washout. In HHL16 cells (Fig. 4A), stretches of septins could be observed at 2min after the 

start of the washout of cytochalasin B, even before the appearance of actin filaments. Many 

of these septin stretches locate at the MT network (Fig.4A top row, red arrow heads). After 

10min of washout, longer septin stretches reassembled on stress fibers in parallel to the 

repolymerization of actin (Fig.4A middle row, blue arrow heads) while some of them could 

still be observed on MTs (Fig.4A middle row, red arrow heads). After 30min of washout, most 

of septin filaments coaligned with actin fibers. Since we are not following the repolymerization 

of septin filaments in the same cell at different washout time-points, we cannot determine 

whether the septin stretches observed on MTs after 2min of washout are those who will 

switch to actin later on or whether they belong to the subpopulation of septin filaments that 

will stay on MTs in a few HHL16 cells (Fig.1A right panel -untreated-). Although RPE-1 cells do 

not present septins on MTs unless treated with paclitaxel, they nevertheless display a few 

septin stretches on MTs, 10 min after cytochalasin B washout. In parallel, actin stress fiber 

reformation occurs with small stretches of septins appearing on them (Fig.4B middle row, blue 

arrow heads). After 30min of washout of cytochalasin B and the re-establishment of an 

extensive actin fiber network, septins did not only form stretches but also longer filaments 

which could be observed on actin fibers. These results indicate that MTs participate in septin 

filament formation and in their localization to actin fibers.  
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Fig.4 Septin stretches reform in parallel to actin repolymerization and partly appear on MTs in early 

actin filament reforming stages  

Immunofluorescent detection of the location of endogenous SEPT2 in cytochalasin B (10µg/mL, 30-

min) treated HHL16 (A) and RPE-1 cells (B) after 2-, 10- or 30-min washout of the depolymerizing 

treatment with a cytochalasin B-free medium (n=2 for both cell lines). Scale bars = 10µm. The blue 

arrowheads indicate septin stretches forming on the repolymerizing actin filaments while the red ones 

show septin stretches forming on MTs.  
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Septin filament location on actin stress fibers does not involve Rab5a 

Based on our above results and on the study conducted on Ustilago Maydis, which exhibits a 

MT-based transport of septin mRNAs and of septins on Rab5a-positive endosomes towards 

the tip of hyphae (Zander et al., 2016), we evaluated the role of endocytic membranes and of 

MT motors in septin filament location on actin fibers. We first evaluated the implication of 

Rab5 in septin filament formation and location on actin fibers. Transfection of HHL16 and RPE-

1 cells with Rab5a siRNA (Fig.5 A and D, respectively) caused an important decrease in Rab5a 

cell level. The diminished Rab5a protein amount did not affect septin filament localization 

neither in HHL16, nor in RPE-1 cells (Fig. 5B and E). Indeed, the percentage of cells presenting 

septin filaments on MTs after Rab5a siRNA transfection remained unchanged in comparison 

to the control (Fig.5C and F). Although Rab5a is not implicated in septin filament formation 

and location, this does not completely exclude the fact that septin filaments can be 

transported on early endosomes since other Rab proteins could take over the role of the 

decreased Rab5a like Rab4 and Rab21 (For review: (Hutagalung and Novick, 2011)). Septins 

are also known to link Rab7 (Dolat and Spiliotis, 2016), however the knockdown of this Rab 

did not affect septin filament formation nor localization (data not shown). We also looked into 

the role of Rab35 in carrying septin filaments, since, this Rab, important in recycling, can be 

present on the plasma membrane in regions rich in phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate 

(Kouranti et al., 2006) just like septins (Bertin et al., 2010), but our one siRNA experiment had 

no effect on septin localization (data not shown).  
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Fig.5 Septin filament formation is independent of Rab5  

(A and D) Immunoblots evidencing the decrease of Rab5a levels upon siRNA transfection (HHL16 and 

RPE-1 n=1). (B and E) Immunostainings showing the endogenous SEPT2 colocalizing with actin stress 

fibers in both control siRNA and Rab5a siRNA transfected HHL16 and RPE-1 cells. (C and F) Proportions 

of cells displaying septin filaments on actin or on MTs after the indicated transfections (n=2 for HHL1- 

and RPE-1 cells with about 300 cells analyzed per condition). The values shown are the mean ± s.e.m 

of cell proportions for the indicated number of experiments. Statistical analysis was made using chi-

square tests; ns= not significant. Scale bars = 10 µm 
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Septin filament location on actin stress fibers involves a kinesin-dependent transport along 

microtubules 

By analogy with Ustilago Maydis (Zander et al., 2016), a kinesin-dependent step could be 

required for efficient septin annealing at the plasma membrane (Bridges et al., 2014), (Bertin 

et al., 2010), (Beber et al., 2019) (Fig.9 point 1). To evaluate the role of MT-associated motor 

proteins in septin final cellular localization, we proceeded to knockdown KIF3A, a kinesin-2 

family member known for its role in the centrifugal transport of early endosomes (Pupo et al., 

2018), late endocytic membranes and lysosomes (Brown et al., 2005) and in endocytic 

recycling (Schonteich et al., 2008) (Fig. 6A and D in HHL16 and RPE-1 cells, respectively). Using 

a fluorescent KIF3A siRNA, we could precisely evaluate its effect on septin filament location in 

the transfected cells and concluded that septin localization was not significantly affected 

(Fig.6B and E). Cells transfected with the fluorescent control siRNA (37% and 35% of the total 

cell population of HHL16 and RPE-1, respectively) presented the two localization phenotypes 

of septin filaments, on actin fibers or on MTs, even in RPE-1 cells (about 6% of the latter 

phenotype), perhaps due to transfection-mediated stress. In both cell lines, KIF3A siRNA 

transfection (44% of the total cell population of HHL16 and RPE-1) did not lead to significant 

septin filaments relocalization to MTs. The cells transfected with KIF3A siRNA majorly 

presented septin filaments on actin stress fibers (85 ± 15% in HHL16 cells and 89 ± 3% in RPE-

1 cells; Fig.6C and F middle panels), while the minority of the cell population presented septin 

filaments on MTs (15 ± 15% in HHL16 cells and in 11 ± 3% in RPE-1 cells) (Fig.6C and F bottom 

panels). At this stage, we could not evidence that a KIF3A-dependent traffic could impair 

septin targeting to stress fibers. Nevertheless, septin oligomers or components facilitating 

septin filament elongation and targeting to stress fibers might be transported towards the 

plasma membrane by other kinesin motors through non-endosomal trafficking pathways. To 

further investigate the possibility that a centrifugal transport of endocytic membranes could 

be involved, it would be worth testing whether septins are present on AP-3 positive early 

endosomes (Traikov et al., 2014), on macropinosomes (Dolat and Spiliotis, 2016), or on 

vesicles rich in phosphoinositides which septins can bind to (Dolat and Spiliotis, 2016; Kouranti 

et al., 2006; Bertin et al., 2010; Omrane et al., 2019) 
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Fig. 6 KIF3A knockdown does not cause the loss of septin filaments from stress fibers 

(A and D) Western blot of KIF3A in cell lysates transfected either with control or KIF3A siRNA. Tubulin 

was used as a loading control (n=3 HHL16 cells, n=2 RPE-1 cells). (B and E) Quantification of cells 

presenting septin filaments on actin or on microtubules (n=2, 60 HHL16 cells containing fluorescent 

siRNA analyzed per condition and 70 RPE-1 cells)  (C and F) Immunofluorescent images of endogenous 

SEPT2 in cells subjected or not to KIF3A inhibition (n=2 for both cell lines) The values shown are the 

mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of experiments. Statistical analysis was 

made using chi-square tests; ns= not significant. Scale bars = 10 µm 
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We further explored the kinesin hypothesis by inhibiting the kinesin-1 KIF5B (Fig. 7A). As a 

steady-state inhibition did not exhibit any perturbation of septin delivery to actin stress fibers 

just like with KIF3A (not shown), we proceeded to perform similar knockdown experiments in 

cells that were subjected in parallel to a constrained MT regrowth after nocodazole-washout 

(Marceiller et al., 2005). This procedure was intended to limit the extent of the MT network 

and to try to identify potential intermediate MT-binding step of septin location, en route to 

the actin stress fibers. Figure 7 shows that during the 15-min time course of MT network re-

building, septins early reorganized into stretches that progressively extended along stress 

fibers in the control condition but that failed to coalign with them in KIF5B-depleted cells (Fig. 

7B and C). Also, kinesin-1 inhibition delayed the formation of long septin stretches as septin 

labeling was more punctate at early washout times and only displayed a few linear structures 

compared to controls. This delayed septin filament elongation and targeting to stress fibers 

revealed the involvement of a KIF5B-mediated transport step in subcellular septin localization 

on actin. Meanwhile, no noticeable co-alignment of septin stretches with MTs could be 

detected. This result could not exclude that other kinesins might also be involved. Indeed, 

septins are capable of interacting directly with kinesins, as reported with the kinesin-7 CENP-

E that physically interacts with SEPT2 and SEPT7 (Spiliotis et al., 2005), (Zhu et al., 2008) and 

with the kinesin-2 KIF17 found to interact with SEPT9 (Bai et al., 2016).  
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 Fig. 7 KIF5B knockdown delays septin re-association with stress fibers upon constrained microtubule 

regrowth following nocodazole washout 

(A) Western-blot showing the decreased expression of KIF5B in RPE-1 cell lysates. (B-C) After 72-h 

RNAi, cells were subjected to a combined nocodazole (10µM) and cold-mediated MT disassembly, then 

subjected to nocodazole washout in the presence of 0.5µM residual nocodazole to slow Mt regrowth 

and septin relocalization. After cell fixation and consecutive endogenous SEPT2 and alpha-tubulin 

labelings at the indicated time points (C), the distributions of the SEPT2 stretches lengths were 

measured and reported into histograms (B). The curves represent the increase in SEPT2 stretch length 

over 2µM as a function of time after nocodazole washout. Scale bars = 10 µm. 
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Septin filament location on actin stress fibers requires a dynein-dependent transport  

Since MTs function upstream of the targeting of septins to actin stress fibers, another 

possibility is that a minus end-directed traffic along MTs could participate in the delivery of 

septin filaments from the plasma membrane to actin stress fibers (Fig.9 point 2). To test this 

hypothesis, we proceeded to block the minus-end molecular motor dynein. Dynactin is a 

protein complex linking dynein to MTs and to its cargo. By overexpressing Myc-tagged p50 

dynamitin, a dynactin subunit, we disrupted the dynein-dynactin complex, which also resulted 

in parallel in the dispersion of the Golgi apparatus (Burkhardt et al., 1997) (Fig. 8A and D). 

Interestingly, the overexpression of p50 dynamitin (Fig.8B) doubled the percentage of cells 

that presented septin filaments colocalizing with MTs relative to controls (Fig. 8C). In order to 

avoid the confusion in immunofluorescence experiments between the labeling of the 

endogenous c-Myc and that of the overexpressed plasmids, we marked the Golgi apparatus 

to detect organelle disruption, and therefore transfected cells (Fig. 8D). Control cells present 

mostly a compact Golgi apparatus (Fig.8D top panel as well as bottom panel, right cell) and 

septin filaments that coalign with actin. A minority of the control cells, perhaps in the G2/M 

phase of the cell cycle, displayed a scattered GM130 signal (almost 5% Fig.8E) but in the case 

of p50 dynamitin overexpression (Fig.8D bottom panel, cell on the left), the Golgi apparatus 

was completely scattered throughout the cytoplasm in almost 40% of the cells (Fig.8E). Based 

on this phenotype, almost every cell overexpressing p50 dynamitin strikingly displayed septin 

filaments along MTs (Fig. 8F).  Surprisingly, instead of finding our septins stuck at the plasma 

membrane unable to reach actin fibers, septin filaments in the case of dynein disruption led 

to their location on MTs (Fig. 9 point 2). These results highlight the importance of a dynein-

dependent transport in septin filament delivery to actin microfilaments. A physical interaction 

between SEPT9 and a dynein intermediate chain was recently evidenced. Indeed, GDP-bound 

SEPT9_i1 has been proposed to drive dynein recruitment to various membrane organelles and 

has been implicated in maintaining the good functioning of the dynein/dynactin complex 

without the need of being integrated in octamers (Kesisova et al., 2020)  

Further studies need to be done to understand how septin filaments switch from MTs to actin 

(Fig.9 point 3). We should also take a closer look into motor proteins linking both actin and 

MTs such as CHO1/MKLP1/KIF23 (Kuriyama et al., 2002), as well as Protein Kinase A signaling 
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events previously shown to regulate the switching of cargos between MTs and actin fibers 

(Rodionov et al., 2003).  

 

Fig. 8 Dynein inhibition causes septin filament relocalization from actin to MTs in HHL16 cells  

(A) Overexpressed p50/dynamitin-Myc as revealed, 48 h after transfection by an anti-Myc antibody 

(n=2) (B) Immunofluorescent images of the location of endogenous SEPT2 when p50 is overexpressed 

(detected by the Myc antibody) versus control conditions (n=6) (C) Quantification of cells with septins 
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either completely on actin or on MTs upon p50 or control plasmid expression based on Myc labeling 

(n=6 between 600 and 900 cells were analyzed per condition) (D) Immunofluorescent images of cells 

overexpressing p50 detected by the scattered Golgi GM130 labeling. The subcellular location of 

endogenous SEPT2 was detected. (E) Quantification of cells with intact or dispersed Golgi after 

expression of control or p50 plasmid (n=2, between 120 and 300 cells analyzed per condition ) (F) 

Quantification of D: Number of cells with septins either completely on actin or MTs upon p50 

expression or control plasmid expression (n=2 between 130 and 190 cells were analyzed per 

condition). The values shown are the mean ± s.e.m of cell proportions for the indicated number of 

experiments. Statistical analysis was made using chi-square tests; ****= p<0.0001. Scale bars = 10 µm 

 

 

Fig. 9 Hypothetical model of the role that microtubules might have in septin filament 

location on actin fibers   

In this study, we demonstrate that MTs are indispensable for septin filaments to associate 

with actin fibers via the action of their motor proteins. However, the different motor proteins 

implicated, the nature of the cargo transported as well as the way septin filaments switch from 

MTs to actin still need to be determined.  

 

 

 

 



Microtubule-dependent targeting of septins 
 

20 
 

Materials and Methods:  

Cell culture:  

Experiments were performed on human immortalized hepatocyte cells HHL16 and 

immortalized retinal pigment epithelial cells RPE-1. All cells were cultured with 5% CO2 in 

Dulbecco’s Modified Eagle Medium (GibcoTM DMEM, Fisher Scientific, Illkirch, France) 

supplemented with 10% fetal calf serum (Dutscher, Type of serum: 500105RR, Batch 

N°S15642S1810), 1% antibiotic-antifungal mixture (Gibco) and 1% L-glutamine (Sigma, 

Darmstadt, Germany). Sensitive human breast carcinoma cell line MDA-MB 231 were 

continuously cultured with Verapamil and without or with paclitaxel at 3 times the IC50 (25nM) 

as previously described (Froidevaux-Klipfel et al., 2011).  

Treatments:  

Paclitaxel (Sigma) treatment at a concentration corresponding to 3x the IC50 for the drug in 

both HHL16 (5nM) and RPE-1 (10nM) cells lasted for 24h at 37°C in the presence of 10µM 

Verapamil (Sigma) in order to block the expulsion of the drug by the efflux pumps (McTavish 

and Sorkin, 1989). Our control cells were only treated with the same concentration of 

Verapamil.  

Actin depolymerization was executed by cytochalasin B (Sigma) treatment at 10µg/mL for 

30min at 37°C. After cytochalasin B has been washout with cold culture medium as a first 

rinse, the reformation of the septin and actin networks was analyzed at 2, 10 or 30min after 

the cold medium has been replaced with 37°C fresh one.  

To achieve microtubule (MT) depolymerization, cells were either treated with 10µM 

nocodazole (Sigma) for 3.5h at 37°C, put on ice for 3.5h, or subjected to a combination of both 

treatments: cells were treated with 10µM nocodazole for 1.5h at 37°C followed by 2h on ice 

without removing the drug. After nocodazole washout, the septin network reformation was 

analyzed in the presence of 250nM of nocodazole to slowdown MT regrowth.  

Transfections:  

Fourty eight hours prior to analysis, HHL16 cells were transfected in a 6 or 12-well plate with 

respectively 1 or 0.5µg/mL of either the pCMV-Myc control plasmid or the p50-Myc plasmid 

using Turbofect® reagent (ThermoFischer, Illkirch, France), according to the manufacturer’s 
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instructions. Short interfering RNA (siRNA) transfections were performed using the HiPerFect 

reagent (Qiagen) according to the manufacturer’s instructions with an RNA concentration of 

100nM 72h prior to analysis. Rab5a (Mission® siRNA, forward: CAGCCAUAGUUGUAUAUGA, 

reverse: UCAUAUACAACUAUGGCUG) and fluorescent KIF3A (Mission® siRNA, forward: 

[6FAM]-GCUGCGAUAAUGUGAAGGU, reverse: ACCUUCACAUUAUCGCAGC) siRNAs, as well as 

the fluorescent nonsilencer (Mission®siRNA, [6FAM]-SIC 007) siRNA used as a negative control 

in the KIF3A silencing experiments were all purchased from Sigma. The nonsilencer siRNA (D-

001810-10-50) used in the Rab5 silencing experiments was from Dharmacon.  

Immunoblotting:  

Cell lysates were prepared by directly scraping cells in lysis buffer and further treated as 

described in (Froidevaux-Klipfel et al., 2011), before constant protein amounts were loaded 

onto gels for analysis. Blots were probed with selected primary antibodies directed against: α-

Tubulin (clone DM1A, Sigma), Actin (Ref sc-47778, Santa Cruz), SEPT9 (Ref 10769-1-AP, 

Proteintech), Myc (clone 9E10, Sigma), KIF3A (Ref 134434, GeneTex) or Rab5 (Ref 3547S, Cell 

Signaling). Protein bands were visualized with appropriate HRP-conjugated secondary 

antibodies (anti-mouse-HRP- Ref 7076 and anti-rabbit HRP - Ref 7074, Cell signaling) and the 

ECL detection kit (Pierce, ThermoFischer).  

Immunofluorescence and microscopy:  

Cells grown on glass coverslips were stained using Phalloidin-TRITC (Ref P1951, Sigma), or 

immunolabeled using primary anti-α-Tubulin (F2C, a kind gift of Dr Franck Perez Institut Curie, 

Paris61), primary anti-SEPT2 (Ref HPA018481, Sigma), primary anti-GM130 (Ref: 610822, BD 

Transduction Laboratories) or the same anti-Myc antibody as described above after fixation 

with 3.75% paraformaldehyde/PBS and permeabilization with 0.1% Triton X-100/PBS. 

Secondary antibodies were Alexa Fluor 488- or 555-conjugated antibodies against rabbit or 

mouse IgGs (Molecular Probes) and Cyanine 5- conjugated antibody against human IgGs 

(Jackson ImmunoResearch). When present, the Myc tag was labeled first. Images were 

acquired using a Leica DMLB microscope (40 or 100 × 1.3 NA objective). Image acquisitions 

were performed using a Scion CFW1312M CCD camera driven from an Apple iMac computer 

and homemade software. Data were quantified using the ImageJ software. 
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Statistical analysis:  

Otherwise indicated, quantitative data are the means ± s.e.m. of at least three independent 

experiments. The proportions of cells that displayed septin filaments, either on actin fibers or 

on MTs, were evaluated by χ2 tests. In this context, the numbers of cells taken into account 

for statistical comparisons were the sum of those counted in at least three independent 

experiments. The following symbols were used: ns, not significant and **** p<0.0001. For 

each quantification of septin subcellular distribution (on actin fibers or on MTs), between 60 

and 900 cells per condition were analyzed.  
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La ‘American Cancer Society’ a estimé à plus de 1.8 millions de nouveaux cas de cancers aux 

États-Unis en 2020 et à plus de 600 000 nouveaux décès (Siegel et al., 2020). En France, en 

2017 et en considérant uniquement les tumeurs malignes, le nombre de nouveaux cas de 

cancers estimé était de 399 500 et le nombre de décès de 150 000 (Cowppli-Bony et al., 2019). 

Les différents travaux de recherche menés mondialement sur les différents types de cancers 

ont contribué à la diminution du taux de mortalité de 29% entre 1997 et 2017 aux États-Unis 

(Siegel et al., 2020). Cependant, les chiffres de décès restent importants d’où la nécessité 

d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques, des indicateurs précoces de mauvais pronostic 

ainsi que les facteurs participants à la résistance aux traitements anticancéreux mis sur le 

marché.  

Un des anticancéreux les plus connus est le paclitaxel (Taxol®), un stabilisateur des 

microtubules (MTs) appartenant à la famille des taxanes. En se fixant sur la β-tubuline dans la 

lumière du MT (Rao et al., 1995), le paclitaxel favorise la polymérisation des hétérodimères 

de tubulines en empêchant leur dissociation, bloquant ainsi le cycle cellulaire dans la phase 

G2/M (Schiff and Horwitz, 1980). Il est l’un des agents chimiothérapeutiques conventionnels 

les plus fréquemment prescrits surtout en cas de cancers des ovaires (Menzin et al., 1994), du 

sein (Piccart and Cardoso, 2003), de carcinomes épidermoïdes de la vessie et de cancers de la 

tête et du cou (Zhu and Chen, 2019). Bien que la chimiothérapie joue un rôle primordial dans 

la prise en charge des cancers, son efficacité est diminuée par la résistance innée ou acquise 

des cellules cancéreuses au traitement. En effet, un traitement par du paclitaxel chez un 

patient atteint de cancer du sein possède un taux d’efficacité qui varie entre 30 et 70% (Rivera 

and Gomez, 2010) alors qu’un traitement par du paclitaxel chez un patient atteint d’un 

carcinome hépatocellulaire n’a pas d’effet significatif (Chao et al., 1998).  

Plusieurs évènements participant à la résistance au paclitaxel ont déjà été identifiés tels que 

la surexpression des pompes d’efflux éjectant ainsi la drogue en dehors de la cellule (Hopper-

Borge et al., 2004);(Fojo and Menefee, 2005), la surexpression des isotypes I, IVa et III de la β-

tubuline (Kavallaris et al., 1997; Hasegawa et al., 2003 ; Lebok et al., 2016; Person et al., 2017 ; 

Martinelli et al., 2018) qui possèdent de grandes capacités dynamiques susceptibles de 

compenser les effets stabilisateurs du paclitaxel (Pamula et al., 2016), ainsi que des mutations 

de la β-tubuline affectant la fixation du paclitaxel à son site sur les MTs et l’association de 

différentes MAPs (Microtubule Associated Proteins) contrecarrant aussi l’effet stabilisateur 
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du paclitaxel (Orr et al., 2003). Récemment, de nouvelles protéines impliquées dans la 

résistance au paclitaxel ont été identifiées : Les variations dans la séquence nucléotidique de 

la protéine anti-apoptotique Bcl-2 (Ben-Hamo et al., 2019) ainsi que la surexpression du 

facteur de transcription oncogénique FoxM1 (Carr et al., 2010) qui diminue les évènements 

d’apoptose et favorise l’éjection de la drogue en dehors de la cellule (Huang et al., 2019).  

Un nouveau mécanisme de résistance des cellules de carcinome mammaire MDA-MB 231 au 

paclitaxel a été identifié dans notre laboratoire. La comparaison du protéome de 

l’environnement microtubulaire des MDA-MB 231 sensibles à celui des MDA-MB 231 rendues 

résistantes suite à une exposition prolongée à des concentrations croissantes de paclitaxel 

(Froidevaux-Klipfel et al., 2011), a révélé, dans la lignée résistante, la surexpression de 

plusieurs septines (SEPT2, 8, 9 et 11) couplée à leur relocalisation subcellulaire de l’actine vers 

les MTs, ces derniers présentant par ailleurs un enrichissement en tubuline polyglutamylée à 

longue chaine et en tubuline (re)tyrosinée (Froidevaux-Klipfel et al., 2015) (Figure 49).  

Ce mécanisme d’adaptation cellulaire à une exposition à long terme au paclitaxel est 

caractérisé par un changement d’isoforme majoritaire de SEPT9. Alors que les MDA-MB 231 

expriment essentiellement l’isoforme 3 de la SEPT9, la lignée résistante surexprime l’isoforme 

1 (SEPT9_i1), dont la présence a été préalablement corrélée à la résistance des cellules 

cancéreuses au paclitaxel (Amir and Mabjeesh, 2007). SEPT9_i1 participe aussi, en contrôlant 

la voie HIF-1α et par la stabilisation des kinases N-terminales c-Jun, à l’augmentation de la 

prolifération cellulaire et de la croissance tumorale (Gonzalez et al., 2009 ; Amir et al., 2010) ; 

Golan and Mabjeesh, 2013). Cette isoforme de SEPT9 possède au niveau de son domaine N-

terminal les motifs K/R-x-x-E/D et R/K-R-x-E qui se lient aux queues acidiques de la partie C-

terminale de β-tubuline (Sellin et al., 2012 ; Bai et al., 2013), ce qui pourrait favoriser son 

recrutement aux MTs après traitement par le paclitaxel. Également, une fois associées aux 

MTs, les septines recrutent les enzymes responsables de l’élongation des chaines de 

glutamate, les polyglutamylases TTLL1 ou TTLL11 (Tubuline Tyrosine Ligase Like), ainsi que la 

déglutamylase CCP1 (Cytosolic Carboxypeptidase), afin de réguler finement la longueur de ces 

chaines d’acides glutamiques. Cette association des septines à des MTs à longues chaines de 

polyglutamate stimule le recrutement du facteur de sauvetage CLIP-170 et de la kinésine 

dépolymérisante MCAK sur le MT, ce qui augmente la dynamique de ces MTs en favorisant 

respectivement la survenue de sauvetages et de catastrophes afin de contrecarrer l’effet 
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stabilisateur du paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 2015). De façon remarquable, l’inhibition 

de l’expression de chacun de ces acteurs (RNAi des SEPT2, 9, 11, des polyglutamylases TTLL1, 

5 et 11, de la tubuline tyrosine ligase TTL, ou de la combinaison CLIP-170 et MCAK) ou dans 

l’autre sens la surexpression des déglutamylases CCP1 ou CCP5, provoquent toutes la 

réversion de la chimiorésistance des cellules adaptées au paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 

2015). 

 

Figure 49: Mécanisme de résistance à long terme au paclitaxel dans les cellules de 
carcinome mammaire MDA-MB 231 

(Froidevaux-Klipfel et al., 2015) 

La résistance au paclitaxel étant un mécanisme multifactoriel, nous avons ensuite voulu établir 

quelle était la part de ce mécanisme impliquant les septines et la polyglutamylation de la 

tubuline dans la chimiorésistance. Nous avons aussi cherché à mieux identifier quels étaient 

les éléments de ce mécanisme qui fonctionnaient en amont et qui étaient impliqués dans 
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l’initiation de l’acquisition de la résistance. En effet, il existe une boucle d’amplification entre 

le recrutement des septines sur les MTs et la polyglutamylation à longue chaîne de la tubuline 

(Figure 49). Nous avons donc surexprimé seuls ou en combinaison les différents éléments 

intervenant dans ce nouveau mécanisme de résistance dans les MDA-MB 231 

chimiosensibles: 1) Les septines et particulièrement les isoformes 1 et 3 de SEPT9, 2) Les 

enzymes responsables de la polyglutamylation (TTLL5 et TTLL11) ou bien de la tyrosination 

(TTL), afin d’évaluer leur contribution à la résistance de ces cellules exposées à différentes 

concentrations de paclitaxel pour 72h (Tableau 4)  (Targa et al., 2019). Une forte résistance 

au paclitaxel a été détectée en surexprimant les SEPT2, 6, 7 et 9_i1 couplées à la surexpression 

des enzymes TTLL5 et TTLL11. De plus, la surexpression de ces différents éléments a mené à 

une forte relocalisation des filaments de septines de l’actine vers les MTs. La surexpression 

conjointe de l’enzyme TTL à celle des septines ou des polyglutamylases n’induit qu’une 

résistance intermédiaire au paclitaxel. Alors qu’on aurait pu s’attendre à une accentuation du 

phénotype résistant en surexprimant la TTL en plus de la surexpression des septines et des 

TTLL5 et 11, la sensibilité des cellules au paclitaxel a au contraire augmenté. Ces résultats 

indiquent que la résistance induite par la surexpression de TTL résulte d’un mécanisme 

indépendant de celui mis en évidence par (Froidevaux-Klipfel et al., 2015), montrant encore 

une fois que la résistance au paclitaxel est multifactorielle. Pour déterminer le cractère général 

de cette résistance, les facteurs surexprimés induisant la résistance des MDA-MB 231 

sensibles à l’exposition aiguë au paclitaxel ont aussi été testés sur d’autres types de cellules 

cancéreuses : HeLa (col de l’utérus) et HuH7 (hépatome), ainsi que sur d’autres lignées 

cellulaires immortalisées : RPE-1 (épithélium rétinien) et CHO (fibroblastes d’ovaires 

d’hamster chinois). Comme pour les MDA-MB 231 sensibles, toutes ces lignées cellulaires ont 

montré une résistance au paclitaxel en surexprimant les septines dont SEPT9_i1 et les 

enzymes responsables de la polyglutamylation avec en parallèle, une relocalisation des 

septines de l’actine vers les MTs (Targa et al., 2019).  

Dans les cellules MDA-MB 231, ce mécanisme de résistance, s’il n’est pas forcé par la 

surexpression de ses constituants, n’a lieu qu’à la suite d’une exposition chronique et donc 

d’une adaptation à long terme au paclitaxel. En effet, un traitement aigu par du paclitaxel des 

MDA-MB 231 sensibles n’induit ni la surexpression des septines (pas même de SEPT9_i1), ni 

leur relocalisation, ni une augmentation de la polyglutamylation de la tubuline (Targa et al., 
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2019). Les cellules RPE-1 et HHL16, quant à elles, qui expriment à l’état basal des niveaux 

élevés de SEPT9_i1, contrairement à la lignée de carcinome mammaire, présentent un 

comportement différent. En effet, quand elles sont traitées par du paclitaxel à court terme 

(24h) à une concentration proche de 3 fois l’IC50, ces lignées certes ne surexpriment pas les 

septines et n’accentuent pas la polyglutamylation de la tubuline, mais contrairement au MDA-

MB 231 sensibles, relocalisent les filaments de septines de l’actine vers les MTs (Targa et al., 

2019 ; Salameh el al., en révision), en parallèle d’une acquisition de résistance au paclitaxel. 

Ces résultats accentuent l’importance du niveau d’expression de SEPT9_i1 dans la 

relocalisation des filaments de septines. Cependant, une expression élevée de SEPT9_i1 est 

nécessaire mais ne suffit pas à elle seule à provoquer la relocalisation des septines des fibres 

d’actine vers les MTs (Targa et al., 2019 ; Tableau 4). Ce résultat révèle donc que d’autres 

éléments cellulaires sont impliqués dans cette relocalisation et dans la capacité des cellules à 

initier en aigu une résistance au paclitaxel. C’est pourquoi nous avons cherché à mieux 

comprendre les déterminants moléculaires responsables de la relocalisation subcellulaire des 

filaments de septines de l’actine vers les MTs après un traitement aigu par du paclitaxel. 
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Tableau 4: Impact de la surexpression des différents acteurs du mécanisme de résistance 
au paclitaxel identifié par (Froidevaux-Klipfel et al., 2015) sur la résistance de différentes 

lignées cellulaires au paclitaxel et sur la localisation subcellulaire des septines 

Les termes : faible, intermédiaire et forte représentent la résistance des différentes lignées cellulaire 

au traitement par le paclitaxel alors que le code couleur indique le degré de relocalisation des 

filaments de septines de l’actine vers les MTs avec vert= pas de relocalisation, orange= relocalisation 

intermédiaire, rouge : relocalisation complète 

Dans les HHL16, la relocalisation des filaments de septines a lieu proportionnellement à la 

concentration de paclitaxel utilisée (Targa et al., 2019 ; Salameh et al., en révision) et à la 

durée d’exposition des cellules (Salameh et al., en révision). Elle a lieu uniquement à la suite 

d’un traitement par des membres de la famille des taxanes (paclitaxel et docétaxel) et par 
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l’épothilone B, mais pas par d’autres traitements stabilisateurs des MTs. En effet, la 

stabilisation des MTs par des concentrations submicromolaires de nocodazole et de TN-16 

(Vasquez et al., 1997 ; Rai et al., 2015) ne relocalise pas les septines vers les MTs. Puisque le 

site de liaison des épothilones et celui des taxanes se superposent en partie sur la β-tubuline 

dans la lumière du MT (Kamath and Jordan, 2003), il se peut que cette relocalisation des 

septines soit spécifiquement la conséquence de la liaison de la drogue à ce site sur les MTs et 

des changements conformationnels qui en résultent dans l’architecture microtubulaire. Bien 

que les septines puissent s’associer aussi bien à la membrane plasmique (Bridges et al., 2014), 

qu’à l’actine (Kinoshita et al., 1997) ou aux MTs (Spiliotis et al., 2008), leur relocalisation 

subcellulaire vers les MTs n’a pour l’instant été observée qu’en présence de taxanes ou 

d’épothilones. Les septines ainsi relocalisées se lient préférentiellement à certaines régions 

d’une sous-population de MTs formant des faisceaux épais, soulignant l’affinité particulière 

des septines pour ces régions de MTs stabilisés par les taxanes (Bowen et al., 2011 ; Sellin et 

al., 2012) et/ou un rôle particulier joué par SEPT9 pour promouvoir la formation de ces 

faisceaux (Bai et al., 2013).   

En plus de sa capacité de se lier aux MTs (Bai et al., 2013), SEPT9, via son domaine N-terminal, 

est aussi capable de se lier à l’actine (Smith et al., 2015). Cette propriété de liaison physique à 

deux éléments du cytosquelette n’est pas attribuée pour le moment à d’autres septines. 

Cependant, il existe aussi chez les mammifères des protéines adaptatrices permettant la 

liaison entre les différentes septines et l’actine : l’anilline durant la cytocinèse (Kinoshita et al., 

1997) et en interphase la myosine II (Joo et al., 2007) ainsi que les protéines effectrices de 

Cdc42, BORG2 (Calvo et al., 2015) et BORG3 (Farrugia et al., 2020).  

Les protéines BORG (Binder of RhoGTPase) connues aussi sous le nom de Cdc42EP (Cdc42 

Effector Protein) constituent une famille de 5 membres, qui possèdent tous un domaine BH3 

(Borg Homology Domain 3) leur permettant la liaison aux septines en reconnaissant l’interface 

entre les domaines coiled-coil de SEPT6 et SEPT7 (Sheffield et al., 2003). BORG2 est le seul 

membre de la famille à avoir un site de liaison à l’actine connu et qui ressemble à celui de 

l’anilline (Calvo et al., 2015), ce qui en fait un bon candidat dans le mécanisme de relocalisation 

des septines. Récemment, BORG3 a été détecté comme liant également les septines à l’actine 

(Farrugia et al., 2020) mais rien n’indique la présence d’un site de liaison à l’actine dans sa 

séquence. Ce n’est que maintenant que de nouveaux BORGs émergent comme liant les 
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septines à l’actine, peut-être à cause de l’arrivée sur le marché de meilleurs anticorps. Au 

laboratoire, un anticorps anti-BORG4 montre que ce dernier possède la même localisation que 

les septines et l’actine (résultat non-montré), que peut-être toutes les BORGs sont capables 

de lier les septines à l’actine, via un ou des autres sites de liaison à l’actine que celui décrit 

chez BORG2.   

Bien que les fonctions des membres de la famille des BORGs restent sous-explorées, il a été 

établi que BORG2 favorisait un réarrangement des filaments d'actine et de septines en 

interphase, nécessaire pour l'acquisition d'un phénotype tumorigène agressif dans les 

fibroblastes associés au cancer (Calvo et al., 2015). De plus, il a été démontré que BORG5, en 

colocalisant avec les filaments de septines, contrôlait la directionnalité de la migration 

cellulaire (Liu et al., 2014), tandis que BORG3 contribuait à l'organisation des fibres d'actine et 

à la formation de filaments de septines (Farrugia et al., 2020). En effet, la liaison de BORG3 

aux septines module l'activité de l'actomyosine et impacte ainsi l'invasion cellulaire et la 

formation de métastases (Farrugia et al., 2020). 

Préalablement, dans la littérature, des études ont montré que l’effet du paclitaxel ne se limite 

pas aux MTs en mitose ou en interphase mais qu’il est capable d’agir sur le niveau d’expression 

de plusieurs protéines : il bloque l’expression de VEGF (Vascular endothelial growth factor) 

(Lau et al., 1999), de HIF-1α (Carbonaro et al., 2011) ainsi que du récepteur des androgènes 

(Darshan et al., 2011), et induit la dégradation d’autres protéines comme Hsp90 (Heat shock 

protein 90)  en induisant son ubiquitination (Murtagh et al., 2006). Dans cette thèse, j’ai pu 

montrer que le paclitaxel induit la dégradation de la protéine BORG2 par le protéasome et la 

relocalisation des filaments de septines. Il se peut que le paclitaxel, comme pour le cas 

d’Hsp90, engendre des modifications post-traductionnelles de BORG2 menant à sa 

dégradation. En effet, la protéine BORG2 en Western Blot constitue un doublet, dont la bande 

supérieure s’accumule après blocage du protéasome par le MG132. Une immunoprécipitation 

de BORG2 après des temps courts d’exposition au paclitaxel, mais avant la dégradation de la 

protéine par le protéasome, nous permettrait d’analyser les modifications post-

traductionnelles présentées par BORG2 dans les cellules traitées.  Cette immunoprécipitation 

nous permettrait aussi d’évaluer les changements éventuels dans l’environnement de BORG2. 

L’identification de l’interactome de BORG2 dans la cellule par des techniques de ligation ou 

de biotinylation de proximité permettrait peut-être d’identifier les mécanismes initiateurs 
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d’une ubiquitination et d’une dégradation.  Est-ce que parce qu’il a perdu l’interaction avec 

l’actine et les septines le rendant non fonctionnel ? Etablir s’il existe une différence notable 

entre la cinétique de disparition de BORG2 des fibres de stress et sa cinétique de dégradation 

permettrait peut-être de répondre à cette question.  

Dans nos expériences, une inhibition d’expression de BORG2 dans les HHL16 est un élément 

déclencheur de la relocalisation des septines vers les MTs, et un facteur clé dans la résistance 

des cellules au traitement aigu par du paclitaxel. De façon intéressante, nous avons retrouvé 

une diminution du niveau de BORG2 chez les MDA-MB 231 rendues résistantes à long terme 

au paclitaxel (Froidevaux-Klipfel et al., 2015), ce qui accentue le rôle de BORG2 dans 

l’induction de la relocalisation des filaments de septines et dans la résistance aux taxanes. Afin 

de mieux s’assurer que c’est la dégradation de BORG2 qui déclenche la relocalisation des 

septines et non pas l’inverse, il faudrait aussi comparer étroitement la cinétique de 

relocalisation des septines en présence de paclitaxel avec la cinétique de dégradation de 

BORG2. Pour cela, une analyse quantitative plus fine, c’est-à-dire sur des temps très courts, 

de la relocalisation des septines est sans doute nécessaire. Puisque BORG3 est maintenant 

reconnue comme une autre protéine qui lie les septines à l’actine en interphase (Farrugia et 

al., 2020), il serait intéressant de tester l’effet de la déplétion de cette BORG et du reste des 

membres de la famille BORG sur la localisation subcellulaire des septines ainsi que sur la 

sensibilité au paclitaxel. Des études précédentes ont montré la nécessité de la présence de 

BORG2 dans les cellules afin de maintenir l’organisation des septines en filaments sur l’actine 

(Calvo et al., 2015), mais c’est la première fois qu’il est établi qu’une baisse de l’expression de 

BORG2 induit le changement de localisation subcellulaire des filaments de septines. 

Inversement, en surexprimant BORG2 dans les HHL16, la liaison des septines à l’actine est 

renforcée, ce qui empêche leur détachement des fibres de stress, même lors d’un traitement 

par le paclitaxel. On ne trouve BORG2 sur les fibres de stress que dans les cellules ayant aussi 

leurs septines sur ces structures (Article 2, figure 5B). Il est donc aussi possible de conclure 

que c’est c’est l’attachement des septines aux fibres de stress qui maintient BORG2 au même 

endroit et la protège de la dégradation par le protéasome en présence de paclitaxel. Alors que 

les précédents travaux publiés sur les protéines BORGs montrent leur implication dans le 

phénotype invasif des tumeurs (Calvo et al., 2015 ; Farrugia and Calvo, 2017 ; Farrugia et al., 

2020), nous montrons dans ce travail qu’une diminution de BORG2 induit la résistance des 



199 
 

cellules au traitement par le paclitaxel. Puisque les MDA-MB 231 résistantes au paclitaxel 

possèdent moins de BORG2 que la lignée sensible, il serait intéressant de voir si la 

surexpression de BORG2 est aussi capable de rétablir la sensibilité de la lignée. Il serait 

intéressant d’évaluer aussi le niveau d’expression des autres protéines BORGs dans cette 

lignée ainsi que dans d’autres lignées cancéreuses résistantes au paclitaxel.  

Puisque les protéines BORGs sont effectrices de Cdc42, nous avons exploré l’effet du 

traitement aigu par le paclitaxel sur cette Rho GTPase. Dans les HHL16, nous retrouvons que 

le paclitaxel diminue modérément l’activité de Cdc42, comme déjà proposé auparavant avec 

ce taxane (Cadamuro et al., 2016) ainsi qu’avec le docétaxel et l’épothilone B (Bijman et al., 

2006). Le mécanisme qui fait que le paclitaxel agit sur Cdc42 n’est pas connu. Il se peut qu’il 

induise des changements conformationnels de la protéine limitant ainsi son activité comme 

cela a récemment été découvert pour plusieurs protéines mitochondriales et du cytosquelette 

(Chavez et al., 2019). Le paclitaxel pourrait également agir en amont sur des GEFs de Cdc42, 

ou bien en aval sur des GAPs. L’inactivation de Cdc42 mesurée par le kit G-LISA® (Article 2, 

figure 6D) montre que le paclitaxel induit une faible diminution de l’activité de Cdc42 mais qui 

semble suffire pour déclencher la relocalisation des septines vers les MTs. Une explication 

possible est que l’inhibition de Cdc42 pourrait être localement plus forte au niveau des fibres 

de stress mais que cet effet local serait dilué dans le cas d’une mesure cellulaire globale. Il se 

peut que l’effet que le paclitaxel a sur BORG2 passe également par d’autres voies de 

signalisation : Les protéines BORGs sont régulées par TC10/RhoQ et RhoA d’une façon pas 

encore claire (Joberty et al., 1999), ainsi que par la PKC (Zhao and Rotenberg, 2014) et ERK2 

(Carlson et al., 2011).  

Une inactivation de Cdc42 a déjà été démontrée comme inhibitrice de BORG5 (Burbelo et al., 

1999), des BORG1-4 (Hirsch et al., 2001) dans les cellules NIH 3T3 et de BORG2 dans les CAFs, 

menant à la perte des filaments de septines et des fibres de stress (Farrugia and Calvo, 2017). 

L’inhibition de Cdc42 par un inhibiteur chimique spécifique ML141 (Surviladze et al., 2010) 

induit la dégradation de BORG2 dans les cellules HHL16 et la relocalisation des filaments de 

septines vers les MTs. Ce phénotype est particulier à Cdc42 puisque l’inhibition de Rac1 par 

son inhibiteur spécifique 1A-116 n’a pas le même effet. Cependant, l’expression de la forme 

dominante négative de Cdc42 (T17N) n’affecte pas significativement le niveau de BORG2 dans 

la cellule malgré le fait que certaines expérimentations (présentées par des points sur le 
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graphique de la Fig. 7A de la deuxième partie de la thèse) montraient une diminution de ce 

dernier. L’activation de Cdc42 permet de maintenir plus de BORG2 dans la cellule en présence 

de paclitaxel, que ce soit par l’activation du Cdc42 endogène par une courte exposition au 

TNFα (Puls et al., 1999) ou par une expression d’une forme constitutivement active de Cdc42 

(Q61L). Une détection des différentes isoformes de BORG2 ou l’identification des 

modifications post-traductionnelles de cette protéine nous permettrait de déterminer s’il 

existe une isoforme active ou une modification post-traductionnelle activatrice.  

La forme constitutivement active de Cdc42 a été détectée dans différents types cellulaires 

comme diffuse dans le cytoplasme (Nalbant et al., 2004 ; Gao et al., 2013) et au niveau de la 

membrane plasmique mais de façon intéressante, 18% des HHL16 transfectées par le plasmide 

de la forme active de Cdc42 (Q61L) présentait la protéine surexprimée visible sur les fibres de 

stress (Figure 50). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 50: Fluorescence émise par le GFP de Cdc42-Q61L suggérant la présence de la 
forme active de Cdc42 sur les fibres de stress 
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Ces mêmes cellules conservent les septines sur l’actine même après un traitement par du 

paclitaxel, un phénotype préalablement observé en surexprimant BORG2. Ce n’est pas la 

première fois que les septines sont retrouvées localisées au même endroit que Cdc42. En 

effet, dans les spermatozoïdes de souris, Cdc42 et SEPT12 colocalisent (Huang et al., 2018). 

De plus, dans la levure Saccharomyces cerevisiae, les formes actives (Sadian et al., 2013) et 

inactives (Okada et al., 2013) de Cdc42 régulent le recrutement des septines au niveau du site 

de bourgeonnement. Dans nos expériences, contrairement au Q61L, le T17N ne présentait 

pas de localisation particulière dans les cellules, mais induisait la relocalisation des septines 

vers les MTs dans 30% de la population cellulaire.  

Dans la littérature, il n’a jamais été montré que la forme constitutivement active de Cdc42 

pouvait potentialiser l’effet des BORGs. Il a été décrit au contraire, qu’elle affecte 

négativement ces protéines : elle change la conformation de BORG3 cachant son domaine 

BH3 et par conséquent inhibe sa liaison aux septines (Joberty et al., 2001), ou bien accumule 

BORG2 dans des patchs là où elle se trouve (Farrugia and Calvo, 2017). De plus, elle affecte 

négativement la polymérisation des filaments de septines : Dans le spermatozoïde de souris, 

la forme constitutivement active de Cdc42 diminue la forme polymérisée circulaire des 

septines et favorise la formation de spots de septines (Huang et al., 2018). En inhibant la 

liaison des protéines BORGs aux septines, la forme constitutivement active de Cdc42 empêche 

leur polymérisation (Joberty et al., 2001) ; (Sheffield et al., 2003). Contrairement à ce qui a été 

précédemment proposé, nos résultats montrent l’importance de l’activité de Cdc42 dans le 

maintien d’un niveau suffisant de BORG2 dans la cellule afin d’éviter la relocalisation 

subcellulaire des septines de l’actine vers les MTs suite à un traitement par le paclitaxel et 

l’initiation d’une résistance aux taxanes.  

Cette partie de la thèse montre donc que lors d’une exposition de courte durée au paclitaxel, 

l'inhibition de Cdc42 initie la dégradation protéosomale de BORG2 et la libération des 

filaments de septines des fibres d'actine, rendant leur relocalisation le long des MTs possible. 

BORG2 apparaît ainsi comme un acteur crucial dans la localisation subcellulaire des filaments 

de septines (Figure 51).  
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Figure 51: Mécanisme de relocalisation des septines sur les microtubules à l’origine d’une 
résistance en réponse à un traitement aigu par du paclitaxel dans les HHL16 

(Salameh et al., en révision) 

La relevance clinique éventuelle de BORG2 dans le contrôle de l’initiation de mécanismes de 

résistance aiguë aux taxanes reste totalement à démontrer. Il n’y a aujourd’hui à ma 

connaissance pas de travaux ayant montré de variation d’expression des BORG dans les 

cancers chez des patients. Les informations contenues dans des bases de données comme le 

protein atlas (https://www.proteinatlas.org/ENSG00000163171-CDC42EP3) indiquent qu’il 

s’agit d’une protéine parfois surexprimée dans de nombreux types de cancers, mais sans 

valeur pronostique. D’après nos travails réalisés sur des modèles cellulaires, il apparaît que le 

maintien d’un niveau cellulaire de BORG2 suffisant pourrait limiter la relocalisation des 

septines vers les MTs. Néanmoins, un niveau élevé de BORG2 a déjà été rendu responsable de 

l’augmentation de la contractilité et des capacités migratoires de fibroblastes associés aux 

tumeurs, qui sont alors capables d’entraîner dans leur migration des cellules cancéreuses 

(Calvo et al., 2015). Cependant, nous avons clairement montré que l’inhibition de l’expression 

https://www.proteinatlas.org/ENSG00000163171-CDC42EP3
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de cette protéine, en induisant la relocalisation des septines de l’actine vers les MTs, peut être 

à l’origine d’une résistance dans le cas d’un traitement par du paclitaxel. Il est donc peu 

probable que manipuler le niveau d’expression de BORG2 soit pertinent à explorer chez les 

patients et soit un levier exploitable pour améliorer les effets thérapeutiques des taxanes.  

 

Des études précédentes ont montré qu’après dépolymérisation de l’actine, les septines 

formaient des anneaux dans le cytoplasme (Kinoshita et al., 2002 ; Joo et al., 2007). Dans nos 

conditions c’est-à-dire suite à un traitement par du paclitaxel, bien qu’elles ne puissent plus 

se lier à l’actine, les septines ne forment pas d’anneaux mais sont relocalisées vers les MTs. 

Nous nous sommes donc intéressés, dans la troisième partie de ma thèse, au rôle des MTs 

dans la formation des filaments de septines et dans leur acheminement à leur localisation 

finale, l’actine.  

Il a été proposé que les oligomères de septines pouvaient former des filaments en s’associant 

à l’actine via des protéines adaptatrices (Kinoshita et al., 2002). Ils peuvent aussi s’associer à 

la membrane plasmique, reconstituée in vitro, par affinité au PIP2 (phosphatidylinositol-4,5-

bisphosphate) et former des filaments par un mécanisme d’ « annealing » (Bridges et al., 

2014). Cependant, le rôle des MTs dans la formation des filaments de septines est peu exploré 

malgré le fait que les septines peuvent s’associer aux MTs sans traitement particulier dans 

certaines lignées cellulaires, telles que les cellules MDCK (Madin-Darby Canine Kidney) 

(Spiliotis et al., 2008) et les cellules HeLa (Hanai et al., 2004).  

Afin de mieux étudier l’implication des MTs dans la formation des filaments de septines, nous 

avons procédé à la dépolymérisation des MTs par l’action du nocodazole, du froid ou la 

combinaison des deux, dans deux lignées cellulaires, HHL16 et RPE-1. Nous avons observé que 

l’absence de MTs s’accompagnait de la perte totale des oligomères ou filaments de septines, 

alors même que les fibres de stress étaient toujours présentes. Ce phénotype est retrouvé 

dans la totalité de la population des RPE-1 et dans 74.0 ± 1.8% de celle des HHL16.  

Il a été montré précédemment que les filaments de septines coalignés avec les MTs se 

désassemblaient après dépolymérisation de ces derniers par le nocodazole (Surka et al., 2002 ; 

Nagata et al., 2003 ; Martínez et al., 2006). En plus du fait que la dépolymérisation des MTs 

provoque aussi la disparition des filaments de septines alors qu’ils sont associés aux fibres de 
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stress dans les HHL16 et les RPE-1, les filaments de septines qui se reforment en parallèle de 

la repolymérisation de l’actine coalignent partiellement avec les MTs à des temps courts de 

lavage de cytochalasine B (Article 3, Figure 4). Bien que la survenue de ces alignements diffère 

entre les deux types cellulaires que nous avons étudiés, ils restent cependant minoritaires. 

Nous ne savons pas à quel point ils représentent un état intermédiaire de localisation 

transitoire des septines en route vers les filaments d’actine. En parallèle, d’autres filaments 

sont coalignés avec les fibres de stress et d’autres encore semblent ne s’associer ni aux MTs, 

ni à des fibres d’actine facilement identifiables. Ces résultats mettent en avant le rôle des MTs 

dans la formation des filaments de septines et leur présence sur l’actine, mais n’orientent que 

faiblement la réflexion sur les mécanismes mis en jeu. 

Nous avons émis l’hypothèse que l’implication des MTs dans l’adressage des septines à l’actine 

pouvait avoir lieu par un transport MT-dépendant (Figure 52) des hétéro-oligomères ou des 

septines libres vers la membrane plasmique où s’effectue « l’annealing » comme dans le cas 

du champignon Ustilago Maydis (Zander et al., 2016). Chez ce champignon filamenteux, le 

trafic des oligomères de septines vers la membrane plasmique emprunte des vésicules Rab5-

positives. Nous avons donc cherché à savoir si, par analogie, le trafic des endosomes précoces 

et/ou des endosomes de recyclage vers la membrane plasmique pouvait modifier l’adressage 

des septines aux fibres de stress. De multiples moteurs de la famille des kinésines sont 

potentiellement impliqués dans la dynamique de ces endosomes (Granger et al., 2014) et nous 

n’avons exploré qu’une partie des possibilités. Les résultats obtenus avec l’inhibition des 

kinésines restent à étoffer et à harmoniser. A l’état basal, l’inhibition de la kinésine-1 KIF5B 

comme celle la kinésine-2 KIF3A n’induisent aucun phénotype particulier les septines, qui 

restant associées aux fibres de stress (B. Targa, données non publiées pour KIF5B). Cependant, 

nous avons essayé d’analyser la localisation des filaments de septines dans des cellules 

soumises à une reconstruction lente du réseau de MTs (après lavage du nocodazole et 

recroissance contrainte par une faible concentration de nocodazole résiduelle). Dans ces 

conditions, nous pensions ralentir la relocalisation des septines sur les fibres de stress et peut-

être observer leur localisation intermédiaire sur des MTs qui sont par ailleurs résistants au 

nocodazole et présentent des caractéristiques de MTs stables (Marceiller et al., 2005).  

Lorsque ces expériences sont pratiquées dans des cellules RPE-1, l’inhibition de KIF5B retarde 

de façon très nette l’acheminement des septines sur les fibres de stress. Les septines forment 
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alors des filaments qui ne sont pas non plus associés aux MTs, mais probablement à des 

filaments d’actine sous-membranaires (ce qui reste cependant à démontrer). Au vu de ces 

résultats, il semble maintenant nécessaire de refaire des expériences d’inhibition de KIF3A 

dans des conditions similaires, et d’élargir aussi l’analyse aux effets d’une inhibition d’autres 

moteurs impliqués dans l’adressage à la membrane plasmique comme la kinésine-3 KIF13A 

qui intervient plus spécifiquement dans le transport des endosomes de recyclage (Delevoye 

et al., 2014). Certaines kinésines comme KIF5B semblent donc bien être impliquées dans 

l’adressage de septines à la membrane plasmique. Il est par conséquent possible d’envisager 

que les septines soient véhiculées par des transporteurs membranaires mais aussi en 

interagissant directement avec le moteur. Des études précédentes ont en effet montré que 

des interactions directes pouvaient exister entre septines et kinésines. C’est le cas en mitose 

entre la kinésine-7 CENP-E qui est associée aux kinétochores et SEPT2 (Spiliotis et al., 2005) et 

cette même kinésine et SEPT7 (Zhu et al., 2008).  Aussi, les septines étant impliquées dans la 

formation d’une barrière moléculaire contrôlant l’accès au cil primaire, une interaction directe 

entre SEPT9 et la kinésine-2 KIF17 a déjà été démontrée (Bai et al., 2016). KIF-17 est impliquée 

dans le transport intraflagellaire mais aussi dans le trafic antérograde dans les dendrites (Reilly 

and Benmerah, 2019). Bien qu’elle semble plus impliquée dans le transport de MTs pré-

assemblés, il serait aussi potentiellement intéressant d’inhiber cette kinésine et d’évaluer 

l’effet de son inhibition sur la localisation des septines. La nature du cargo transporté vers la 

membrane plasmique par une kinésine sur les MTs reste néanmoins à définir. Il peut s’agir de 

septines mais également de facteurs autres, comme des phosphoinositides ou des 

protéines/enzymes, impliqués dans une association renforcée des septines à la membrane 

plasmique pour la formation de longs filaments de septines ou leur livraison sur les fibres de 

stress. 

A l’opposé du trafic médié par les kinésines, la perturbation de l’activité de la dynéine, 

responsable d’un trafic orienté vers l’extrémité moins des MTs induit clairement une 

relocalisation importante des septines vers les MTs dans les HHL16, suggérant que le trafic de 

vésicules d’endocytose/d’endosomes précoces est important pour la localisation MT-

dépendante des septines sur les fibres de stress. Dans les MDA-MB 231 rendues résistantes 

au paclitaxel, nous avons trouvé une baisse importante de l’accumulation de la dynéine dans 

les extraits totaux (Froidevaux-Klipfel et al., 2011). Cette baisse pourrait être due à 
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l’inactivation de la dynéine par le paclitaxel, ou bien à l’effet que le paclitaxel a sur la 

conformation des tubulines induisant ainsi le détachement de la dynéine du MT (Chavez et 

al., 2019). Nos résultats montrant que la perturbation d’un transport dynéine dépendant 

résulte en une association des septines avec les MTs, il serait intéressant de voir si la 

surexpression ou l’activation de la dynéine dans les MDA-MB 231 rendues résistantes 

permettrait de maintenir les septines sur l’actine. Une telle activation pourrait s’effectuer par 

la surexpression de protéines adaptatrices capables de recruter la dynéine sur des vésicules 

ou des organites différents, comme les protéines Hook ou les complexes Rab11-FIP3 pour les 

endosomes ou encore les protéines BICD pour le Golgi (Olenick and Holzbaur, 2019). A ce 

stade, il est très difficile de savoir si la dynéine transporte des septines directement ou par 

l’intermédiaire de transporteurs membranaires, ou même si ce transport amène les septines 

de la membrane plasmique vers les fibres de stress puisqu’aucune étape intermédiaire n’a 

pour l’instant pu être observée, où les septines resteraient bloquées à la membrane 

plasmique. L’hypothèse que la dynéine transporte les septines directement est plausible car 

une étude protéomique analysant l’interactome de la dynéine montre que les septines font 

partie des protéines interagissant avec ce moteur (Redwine et al., 2017). En particulier, il a été 

montré que SEPT9 interagit avec la dynéine et est nécessaire pour le bon fonctionnement de 

ce moteur (Kesisova et al., 2020). Alternativement, on peut imaginer que la dynéine décroche 

les septines des MTs pour qu’elles soient ensuite secondairement localisées sur les fibres 

d’actine. Pour répondre à cette question, on pourrait exprimer une septine fusionnée à une 

protéine autofluorescente photoconvertible monomérique de type Dendra2. La 

photoconversion (du vert au rouge sous l’effet d’une excitation par une raie laser à 405nm) 

pourrait être réalisée localement à la membrane plasmique ou dans une zone dépourvue de 

fibres de stress. En combinant avec l’inhibition de la dynéine, on aurait une chance de voir si 

les septines doivent passer par les MTs pour rejoindre les fibres de stress. 

Par ailleurs, le knockdown de Rab5 n’induit pas non plus d’effet sur la localisation subcellulaire 

des septines, mais cela n’exclut pas que les septines puissent être transportées par des 

endosomes précoces car d’autres Rab peuvent prendre le relais, comme Rab4 ou Rab21 (Pour 

revue : (Hutagalung and Novick, 2011). Une inhibition de Rab7, connue pour localiser avec les 

septines (Dolat and Spiliotis, 2016), n’induit pas non plus dans nos cellules de modifications 

de la localisation subcellulaire des septines, de même qu’une expérience préliminaire 
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d’inhibition de Rab35 (données non montrées). Il serait peut-être intéressant d’inhiber 

l’expression de plusieurs Rabs en même temps pour exclure définitivement l’idée du transport 

des septines par des endosomes.  

L’identification de la nature de la cargaison transportée par la dynéine est importante. Il 

faudrait donc pouvoir visualiser les septines colocalisées avec ces cargaisons, en absence et 

en présence de paclitaxel. Jusqu’à présent les candidats potentiels sont les endosomes 

précoces AP-3 positifs (Traikov et al., 2014), les endosomes de recyclage Rab35 positifs 

(Kouranti et al., 2006) ou les macropinosomes (Dolat and Spiliotis, 2016). Il faudrait aussi 

évaluer si des échanges de cargaison entre la dynéine et certaines myosines peuvent avoir lieu 

suite à un traitement par le paclitaxel. Une étude a montré un échange de granules de pigment 

entre MTs et actine, plus particulièrement le passage, régulé par la protéine kinase A, d’une 

motorisation par la dynéine à une prise en charge par la myosine V (Rodionov et al., 2003). Le 

transport des septines par des moteurs moléculaires interagissant avec l’actine et les MTs tels 

que CHO1/MKLP1/KIF23 (Kuriyama et al., 2002) pourrait aussi être exploré.  

 

Figure 52: Mécanisme hypothétique de l’implication des microtubules dans la formation 
des filaments de septines et leur livraison aux fibres de stress 

Même si bien des points restent à élucider, le travail de ma thèse a permis de mettre en avant 

différents acteurs dans le dialogue entre les MTs, les microfilaments d’actine et les septines 
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en réponse au paclitaxel (première et deuxième partie de la thèse) ainsi qu’en conditions 

basales (troisième partie de la thèse). Du point de vue thérapeutique, bloquer la relocalisation 

des septines de l’actine vers les MTs semble judicieux pour éviter la résistance aux traitements 

par les taxanes. Cependant, atteindre cet objectif en maintenant une forte expression de 

BORG2 par inhibition de sa dégradation peut aussi avoir un effet promoteur de la progression 

tumorale, donc il est possible qu’une telle approche ne présente aucun bénéfice. De même, 

l’inhibition de l’expression SEPT9_i1, l’isoforme nécessaire pour la relocalisation des septines 

a peu de chances d’aboutir car des données très récentes montrent qu’elle est nécessaire pour 

le bon fonctionnement de la dynéine et pour la localisation centrale de multiples organites 

(Kesisova et al., 2020). Par conséquent, la compréhension du mécanisme de localisation 

subcellulaire des septines et de relocalisation en réponse au paclitaxel reste encore à 

approfondir, afin d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques potentielles. 
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Titre : Interrelations entre les filaments de septines, les microfilaments d’actine et les microtubules : adaptations 
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Résumé : Les septines, une famille de GTPases qui 

s’oligomérisent en filaments, forment un nouvel 

élément du cytosquelette. Principalement alignés avec 

l'actine corticale et les fibres de stress en condition 

basale, les filaments de septines peuvent aussi s’associer 

intégralement aux microtubules (MT), notamment en 

réponse à un traitement par les taxanes, des molécules 

stabilisatrices de MT utilisées en chimiothérapie. Les 

travaux de cette thèse visent à mieux comprendre les 

mécanismes moléculaires qui contrôlent l’association 

des filaments de septines avec les autres éléments du 

cytosquelette, comme en réponse aux taxanes. La 

résistance des cellules tumorales aux taxanes limite leur 

emploi en clinique. Mon équipe a mis en évidence un 

nouveau mécanisme de résistance développé par des 

cellules adaptées au long cours au paclitaxel, dans 

lequel la relocalisation des filaments de septines, des 

fibres de stress vers les MT augmente leur dynamique, 

contrecarrant ainsi l'effet stabilisateur du paclitaxel.  

Pendant ma thèse, j’ai montré que, comme dans le cas 

de l’adaptation à long terme, un traitement aigu par le 

paclitaxel induit rapidement, une relocalisation 

complète des filaments de septines, de l’actine vers les 

MT. Ceci conduit les cellules initialement sensibles à 

développer une résistance au paclitaxel. Le co-

alignement des filaments de septines et des MT ne 

résulte pas de la stabilisation des MT par le paclitaxel 

mais ne s’observe que chez les lignées qui expriment un 

niveau basal élevé de SEPT9_i1. Cette isoforme, connue 

pour être de mauvais pronostic, est nécessaire mais 

insuffisante pour le changement de localisation des 

septines. En cherchant des déterminants moléculaires 

impliqués dans cette relocalisation, j’ai établi que la 

protéine BORG2, effectrice de Cdc42 qui lie les septines 

à l'actine dans les cellules en interphase, est rapidement 

dégradée par le protéasome suite à un traitement par le 

paclitaxel. En l’absence de tout traitement, l’inhibition  

d’expression de BORG2 mime les effets du paclitaxel 

en induisant le détachement des filaments de septines 

des fibres de stress et leur relocalisation le long des 

MT, ainsi qu’une résistance à la drogue. À l'inverse, la 

surexpression de BORG2 maintient les septines sur les 

fibres d'actine même après un traitement par le 

paclitaxel, sans affecter la sensibilité à ce taxane. De 

façon intéressante, le paclitaxel inhibe partiellement 

Cdc42, entraînant une baisse de BORG2 et la 

relocalisation des filaments de septines. Ce phénotype 

est aussi observé après surexpression d'un mutant 

inactif de Cdc42, tandis que l'expression d'un mutant 

constitutivement actif se liant partiellement aux fibres 

de stress, maintient un niveau d’expression suffisant 

de BORG2 pour retenir les septines sur l’actine, même 

après un traitement par le paclitaxel. Ces résultats 

révèlent les rôles de Cdc42 et de BORG2 dans le 

contrôle de l'interaction entre les filaments de 

septines, les fibres d'actine et les MT en condition 

basale et en réponse aux taxanes. Par ailleurs, après 

avoir observé, en dehors de tout traitement, que la 

dépolymérisation des MT provoque une disparition 

complète des filaments de septines même lorsqu’ils 

sont associés à l’actine, j’ai exploré le rôle des MT dans 

l’adressage des septines sur les filaments d'actine. Des 

résultats préliminaires montrent qu’après inhibition 

du complexe moteur dynéine/dynactine, les septines 

colocalisent avec les MT. A l’état basal, le trafic 

intracellulaire dépendant des MT semble donc jouer 

un rôle dans l’adressage des filaments de septines aux 

fibres d’actine. En conclusion, mon travail a permis de 

mettre en évidence des acteurs clés de la régulation 

de la compartimentation subcellulaire des filaments 

de septines, à l’état basal et en réponse aux taxanes : 

SEPT9_i1, BORG2, Cdc42 ainsi que certains moteurs 

moléculaires associés aux MT. 
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Abstract : Septins, a family of GTP-binding proteins that 

oligomerize into filaments form a new component of 

the cytoskeleton. Mainly aligned with cortical actin and 

stress fibers in basal condition, septin filaments can also 

fully associate with microtubules (MT), especially in 

response to treatments with taxanes which are MT- 

stabilizing molecules used in chemotherapy. The work 

of my thesis aims to better understand the molecular 

mechanisms that control the association of septin 

filaments with other elements of the cytoskeleton, such 

as in response to taxanes.The resistance of tumor cells 

to taxanes limits their clinical use. My team has 

demonstrated a new resistance mechanism developed 

by cells long term-adapted to paclitaxel, in which the 

relocalization of septin filaments, from stress fibers to 

MT, increases their dynamics, thus counteracts the 

stabilizing effect of paclitaxel. During my thesis, I 

showed that, just as with long-term adaptation, acute 

treatment with paclitaxel quickly induces complete 

relocalization of septin filaments from actin to MT. This 

leads initially sensitive cells to develop resistance to 

paclitaxel. Co-alignment of septin filaments and MT 

does not result from the stabilization of MT by paclitaxel 

but is only seen in cell lines that express a high basal 

level of SEPT9_i1. This isoform, known to be of poor 

prognosis, is necessary for the change in the localization 

of septins to take place, but is not sufficient. By 

searching for molecular determinants involved in this 

relocalization, I established that BORG2, an effector of 

Cdc42 that binds septins to actin in cells during 

interphase, is rapidly degraded by the proteasome after 

paclitaxel treatment. In the absence of any treatment, 

inhibiting the expression of BORG2 mimics the effects 

of paclitaxel by causing the detachment of septin 

filaments from stress fibers  

and their relocalization along MT coupled with drug 

resistance. 

Conversely, the overexpression of BORG2 maintains 

septins on actin fibers even after paclitaxel treatment, 

without affecting the sensitivity to this taxane. 

Interestingly, paclitaxel partially inhibits Cdc42 

leading to a decrease in BORG2 and the relocalization 

of septin filaments. This phenotype is also observed 

after overexpression of an inactive mutant of Cdc42, 

while the expression of a constitutively active mutant 

partially binding to stress fibers, maintains a sufficient 

level of expression of BORG2 to retain septins on 

actin, even after treatment with paclitaxel. These 

results reveal the roles of Cdc42 and BORG2 in 

controlling the interaction between septin filaments, 

actin fibers and MT in basal condition and in response 

to taxanes. Furthermore, after observing, without any 

treatment, that the depolymerization of MT causes a 

complete disappearance of septin filaments even 

when they are associated to actin, I explored the role 

of MT in delivering septins on actin filaments. 

Preliminary results show that after inhibition of the 

dynein/dynactin motor complex, septins colocalize 

with MT. In the basal state, intracellular trafficking 

dependent on MT seems to play a role in targeting 

septin filaments to actin fibers. In conclusion, my work 

has made it possible to highlight key players in the 

regulation of subcellular compartmentalization of 

septin filaments, in the basal state and in response to 

taxanes: SEPT9_i1, BORG2, Cdc42 as well as certain 

molecular motors associated with MT. 

 

 

 

Université Paris-Saclay 

Espace Technologique / Immeuble Discovery 

Route de l’Orme aux Merisiers RD 128 / 91190 Saint-Aubin, France 


	Septin filament coalignment with microtubules depends on SEPT9i1 and tubulin polyglutamylation, and is an early feature of acquired cell resistance to paclitaxel
	Introduction
	Results
	Paclitaxel resistance is promoted by the overexpression of octamer-forming septins, and is further enhanced by MT polyglutamylation
	Septins and tubulin polyglutamylation contribute to CLIP-170 and MCAK recruitment to MTs
	The combined overexpression of septins and of polyglutamylation enzymes that optimizes paclitaxel resistance causes the relocalization of septin filaments to MTs, independently of paclitaxel stimulation
	Cells that survive acute paclitaxel treatment exhibit MT-bound septins

	Discussion
	Materials and methods
	Cell culture and treatments
	Cell transfections
	Cell viability assays
	Immunoblotting
	Immunofluorescence and microscopy
	Statistical analysis

	ACKNOWLEDGMENTS


